Prevalencia de chlamydia psittaci en aves psitácidas En el centro de recepción de fauna temporal del Convenio de asociación n° 131 IDPYBA – U.D.C.A. by Ruiz Laiton, María Alejandra
  
PREVALENCIA DE Chlamydia psittaci EN AVES PSITÁCIDAS 
EN EL CENTRO DE RECEPCIÓN DE FAUNA TEMPORAL DEL 
CONVENIO DE ASOCIACIÓN N° 131 IDPYBA – U.D.C.A. 
 
 
 
 
 
 
 
 
MARÍA ALEJANDRA RUIZ LAITON 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
UNIVERSIDAD DE CIENCIAS APLICADAS Y AMBIENTALES U.D.C.A 
FACULTAD DE CIENCIAS AGROPECUARIAS 
MEDICINA VETERINARIA 
BOGOTÁ, COLOMBIA 
2020  
 
 
2 
 
 
PREVALENCIA DE Chlamydia psittaci EN AVES PSITÁCIDAS EN EL 
CENTRO DE RECEPCIÓN DE FAUNA TEMPORAL DEL CONVENIO DE 
ASOCIACIÓN N° 131 IDPYBA – U.D.C.A. 
 
 
 
MARÍA ALEJANDRA RUIZ LAITON 
 
 
 
 
TRABAJO DE GRADO 
 
 
 
DIRECTORA 
CATALINA AVENDAÑO VALENZUELA 
Microbióloga Agrícola y Veterinaria. Esp. PhD. 
 
 
 
UNIVERSIDAD DE CIENCIAS APLICADAS Y AMBIENTALES U.D.C.A 
FACULTAD DE CIENCIAS AGROPECUARIAS 
MEDICINA VETERINARIA 
BOGOTÁ, COLOMBIA 
2020 
 
 
3 
  
 
 
4 
 
 
Nota de aceptación 
___________________________________ 
___________________________________ 
___________________________________ 
___________________________________ 
___________________________________ 
___________________________________ 
 
 
 
 
 
___________________________________ 
Firma del jurado 
 
 
 
 
 
___________________________________ 
Firma del jurado 
 
  
 
 
5 
 
AGRADECIMIENTOS 
 
 
Mi más sincero agradecimiento, 
A Dios y a la vida por permitirme ser parte de este proyecto, por el crecimiento 
profesional y personal, las experiencias vividas y las personas que conocí durante 
este camino, no cabe duda que fue una de las mejores experiencias de mi vida. 
A mis papás y mi hermana quienes son mi motor y más grande inspiración, por 
brindarme todo su amor, apoyo y hacer de mí todo lo que soy. 
A mi tutora Catalina Avendaño, por confiar en mí, tenerme paciencia, ser mi guía 
y ejemplo para seguir. 
A Sebastián García, por su apoyo incondicional y sobretodo su amistad.  
A la Universidad de Ciencias Aplicadas y Ambientales U.D.C.A y al Instituto para la 
Proyección y Bienestar Animal IDPYBA por la financiación del proyecto y promover 
la investigación en Colombia. 
A la Fundación Instituto de Inmunología de Colombia FIDIC y a todas las personas 
con las que compartí en este lugar.  
Al Dr. Manuel Alfonso Patarroyo por contribuir en el diseño de los cebadores.  
Al Dr. Andrés Moreno por compartir amablemente sus conocimientos. 
A la Dra. Milena Camargo por su gran ayuda con el diseño estadístico.  
A los médicos veterinarios del Centro de Recepción de Fauna Silvestre por tomar 
amablemente las muestras.   
A mis amigas Tatiana y Marcela por todos los momentos que hemos compartido.  
 
 
  
 
 
 
 
 
6 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
A mis papás Jairo y Martha, mi hermana María Fernanda y mi sobrina María José 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
“El misterio de la existencia humana no solo está en vivir, sino en encontrar una razón 
para hacerlo” 
Fiódor Dostoyevski 
  
 
 
7 
 
 
 
TABLA DE CONTENIDO 
 
 
RESUMEN .................................................................................... 11 
ABSTRACT ................................................................................... 12 
INTRODUCCIÓN ............................................................................. 13 
1 OBJETIVOS ............................................................................. 16 
1.1 Objetivo General ................................................................. 16 
1.2 Objetivos Específicos ............................................................ 16 
2 REVISIÓN DE LITERATURA ............................................................ 17 
2.1 Historia ............................................................................ 17 
2.2 Taxonomía ........................................................................ 19 
2.3 Ciclo Biológico .................................................................... 21 
2.4 Patogenia ......................................................................... 23 
2.5 Signos Clínicos .................................................................... 25 
2.6 Herramientas Diagnósticas ..................................................... 26 
2.7 Control y Prevención ............................................................ 28 
2.8 Epidemiología .................................................................... 29 
3 MATERIALES Y MÉTODOS ............................................................. 33 
3.1 Tipo de estudio ................................................................... 33 
3.2 Aspectos éticos ................................................................... 33 
3.3 Población de estudio ............................................................ 33 
3.4 Muestras ........................................................................... 34 
3.5 Extracción de ADN ............................................................... 34 
3.6 Reacción en Cadena de la Polimerasa (PCR) ................................. 35 
3.7 Secuenciación .................................................................... 37 
3.8 Determinación de la prevalencia .............................................. 38 
3.9 Análisis estadístico ............................................................... 38 
4 RESULTADOS ........................................................................... 39 
 
 
8 
4.1 Prevalencia de Chlamydia psittaci ............................................ 39 
4.2 Análisis Estadístico ............................................................... 42 
5 DISCUSIÓN .............................................................................. 45 
6 CONCLUSIONES ........................................................................ 49 
7 RECOMENDACIONES. .................................................................. 50 
8 BIBLIOGRAFÍA .......................................................................... 52 
9 ANEXOS ................................................................................. 61 
9.1 Anexo 1: Carta del comité de ética. .......................................... 61 
9.2 Anexo 2: Consolidado de aves y tipo de muestra positivas a C. psittaci. 62 
 
  
 
 
9 
 
 
 
LISTA DE TABLAS 
 
Tabla 1. Prevalencia de C. psittaci en aves psitácidas a nivel mundial. .......... 30 
Tabla 2. Especies a las que pertenecen las aves psitácidas muestreadas. ........ 33 
Tabla 3. Protocolo de Amplificación del gen MOMP. ................................. 35 
Tabla 4. Nombre y secuencia de los cebadores diseñados. .......................... 36 
Tabla 5. Protocolo de Amplificación del gen ompA. .................................. 37 
Tabla 6. Volumen final y concentración requerida por muestra para su 
secuenciación. ............................................................................. 37 
Tabla 7. Especies positivas a C. psittaci. .............................................. 41 
Tabla 8. Diferencias de positividad presentadas en la PCR dirigida al gen MOMP.
 ............................................................................................... 42 
Tabla 9. Positividad de C. psittaci según el tipo de muestra. ...................... 43 
Tabla 10. Frecuencia relativa y análisis multivariado de la asociación de C. psittaci 
y las especies incluidas. .................................................................. 44 
 
 
 
 
  
 
 
10 
 
 
 
LISTA DE FIGURAS 
 
Figura 1. Ciclo biológico de C. psittaci. ................................................ 23 
Figura 2. Prevalencia de C. psittaci en aves psitácidas determinada mediante PCR.
 ............................................................................................... 31 
Figura 3. Protocolo de extracción de ADN. ............................................ 34 
Figura 4. Blast de las secuencias de referencia de las cepas C. psittaci 6BC y C. 
abortus GN6 ................................................................................ 36 
Figura 5. Muestras de materia fecal positivas a Chlamydia spp., mediante la 
amplificación del gen MOMP. ............................................................ 39 
Figura 6. Muestras de hisopado cloacal (LCL) y materia fecal (Lhe) positivas a C. 
psittaci. ..................................................................................... 41 
Figura 7. Distribución de las muestras positivas según su origen. .................. 41 
Figura 8. Positividad de C. psittaci según el tipo de muestra. ...................... 43 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
11 
 
 
RESUMEN 
 
 
Chlamydia psittaci, es una bacteria altamente zoonótica de distribución mundial, 
responsable de la psitacosis, una de las enfermedades infecciosas más importantes 
de las aves psitácidas. Para determinar la prevalencia de C. psittaci en aves 
cautivas en Colombia, 343 muestras provenientes de 177 aves psitácidas del Centro 
de Recepción de Fauna Temporal del Convenio de Asociación N°131 IDPYBA – 
U.D.C.A fueron sometidas a una PCR convencional dirigida al gen ompA, para tal 
fin fueron diseñados cebadores específicos de especie; en total se trabajaron 166 
muestras correspondientes a hisopado cloacal y 177 a materia fecal. C. psittaci 
fue detectada en el 81,3% (144/177) de la población analizada. De las muestras 
positivas, 129 de 166 correspondieron a hisopado cloacal y 53 de 177 a materia 
fecal; existiendo una probabilidad de detección 8,15 veces mayor para los hisopos 
cloacales en comparación con los hisopos fecales (p <0.05). Por otro lado, se 
estandarizó la técnica para la identificación de C. psittaci. Adicionalmente, este 
estudio reporta por primera vez la prevalencia de C. psittaci en aves psitácidas en 
cautiverio en Colombia; aunque previamente fue reportada una seroprevalencia 
del 85% utilizando una técnica de ELISA indirecta, la detección del agente 
utilizando técnicas moleculares no se había llevado a cabo hasta la fecha. 
 
 
Palabras clave: Chlamydia psittaci, Reacción en Cadena de la Polimerasa, 
Psitaciformes, proteína ompA.  
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ABSTRACT 
 
 
Chlamydia psittaci is a highly zoonotic bacterium spread worldwide that causes 
psittacosis, one of the most important infectious diseases of psittacine birds. In 
order to determine the prevalence of C. psittaci in captive birds in Colombia, 343 
samples from 177 psittacine birds of Centro de Recepción de Fauna Temporal del 
Convenio de Asociación N°131 IDPYBA – U.D.C.A were subjected to a conventional 
PCR which amplifies ompA gene (outer membrane protein A), for this purpose 
species-specific primers were designed; in total 166 samples belonging to cloacal 
swabs and 177 to faeces were analysed. C. psittaci was detected in 81,3% 
(144/177) of the population studied. Of the positive samples, 129 of 166 belonged 
to cloacal swab and 53 of 177 to faecal ones; being the probability of detection 
8,15 times higher for cloacal swabs compared to faecal swabs (p<0.05). On the 
other hand, the technique for the identification of C. psittaci was standardized. 
In addition, this study reports for the first time the prevalence of C. psittaci in 
psittacine birds in captivity in Colombia. Although a seropositivity of 85% was 
previously reported using an indirect ELISA, detection of the agent using molecular 
techniques had not been carried out to date.  
 
 
Key words: Chlamydia psittaci, Polymerase Chain Reaction, Psittaciformes, ompA 
protein. 
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INTRODUCCIÓN 
 
 
Chlamydia psittaci es una bacteria gram negativa intracelular obligada, miembro 
de la familia Chlamydiaceae, es responsable de la psitacosis o clamidiosis aviar, 
enfermedad respiratoria altamente zoonótica de distribución mundial; ha sido 
aislada de alrededor de 470 especies de aves, siendo las tasas más altas de 
infección encontradas en aves psitácidas (Hulin et al., 2016; Stenzel et al., 2014). 
La transmisión entre aves se produce por la inhalación de partículas aerógenas 
contaminadas, producto de secreciones oculares, orofaríngeas, nasales o por heces 
secas (Dickx y Vanrompay, 2011; Harkinezhad et al., 2009). Las aves infectadas 
generalmente son asintomáticas y pueden eliminar el agente de forma 
intermitente en heces y secreciones nasales, especialmente cuando se someten a 
factores de estrés como, deficiencia nutricional, transporte prolongado, 
hacinamiento, condiciones de la jaula y cambios de temperatura y/o reproducción 
(Rodríguez-Leo et al., 2017; Santos et al., 2014 Harkinezhad et al., 2009). La 
mayoría de los signos clínicos observados en aves no son específicos, siendo 
principalmente de tipo respiratorio y digestivo. Generalmente estos varían en 
severidad dependiendo de la edad y la virulencia de la cepa involucrada (Origlia 
et al., 2019; Krawiec et al., 2015; Santos et al., 2014; Sheleby-Elías et al., 2013). 
El riesgo de transmisión de C. psittaci es mayor entre individuos en contacto 
directo con aves, por ejemplo, médicos veterinarios, empleados de tiendas de 
mascotas, zoológicos, centros de recepción de fauna silvestre y propietarios de 
aves de compañía (Hulin et al., 2016; Sheleby-Elías et al., 2013). 
La psitacosis ha sido reconocida como una enfermedad zoonótica por más de un 
siglo. En 1879, Ritter, médico suizo, describió por primera una epidemia de 
neumonía inusual en siete individuos en Suiza asociada con la exposición a aves 
tropicales. Durante el invierno de 1929-1930, se produjo una pandemia de 
psitacosis humana en los Estados Unidos y Europa. La enfermedad se atribuyó a la 
importación de loros amazónicos verdes provenientes de Argentina (Harkinezhad, 
et al., 2009; Macfarlane y Macrae, 1983). Algunos autores han descrito brotes de 
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psitacosis humana asociada a la exposición de aves psitácidas, en Argentina 
(Cadario et al., 2017), Bélgica (Kalmar et al., 2014; Harkinezhad et al. 2007), 
Japón (Matsui et al., 2008; Kaibu et al., 2005) y Holanda (Heddema et al., 2006), 
entre otros. En los seres humanos puede causar un complejo de enfermedad 
principalmente respiratoria, que puede conducir a neumonía atípica severa y 
muerte en los casos más graves, sin embargo, la enfermedad rara vez es mortal en 
pacientes tratados adecuadamente. Los síntomas pueden incluir tos productiva, 
dificultad para respirar, fiebre, escalofríos, dolor de cabeza y mialgia; debido a 
que la sintomatología no presenta características particulares, se puede confundir 
con un simple cuadro gripal. Por consiguiente, con frecuencia es subdiagnósticada, 
ya que el historial de exposición o contacto de los pacientes con aves u otros 
animales a menudo se omite en la consulta médica (Origlia, et al., 2019; Dickx y 
Vanrompay, 2011; Crosse, 1990).  
En Latinoamérica, en la última década, se han realizado diversos estudios 
moleculares de C. psittaci en aves psitácidas; las prevalencias reportadas han sido 
altamente variables, por ejemplo, Vilela et al. (2019) establecieron una 
prevalencia del 72% (152/212) en loros amazónicos en un centro de rehabilitación 
de vida silvestre, en Brasil. Origlia et al. (2019) del 70,3% (19/27) en psitácidos 
mascota en Buenos Aires, Argentina. Rodríguez-Leo, et al. (2017) del 62% (32/50) 
en aves de dos parques zoológicos en Venezuela. Vasconcelos et al. (2016) del 50% 
(23/46) en la especie Ara ararauna en un Centro de Triage de Animales Silvestres 
en Rio de Janeiro, Brasil. Santos et al. (2014) del 10,6% (33/311) en aves psitácidas 
vendidas en tiendas de mascotas en Salvador de Bahía, Brasil. Y Sheleby-Elías et 
al. (2013) del 3,4% (4/117) en aves de clínicas veterinarias de las ciudades de San 
José y Heredia, Costa Rica. En Colombia únicamente se ha publicado un estudio de 
seroprevalencia realizado por Monsalve et al. (2011) en aves psitácidas del género 
Amazona spp., de diferentes zoológicos y Centros de Atención y Valoración de 
Fauna Silvestre; el 85% (118/138) de los sueros analizados fueron positivos. 
Chlamydia psittaci es un patógeno que se encuentra subestimado en Colombia, 
pese a que está catalogado como un agente bioterrorista, debido a su moderada 
capacidad de transmisión, dispersión, virulencia y potencial zoonótico (Monsalve 
et al., 2011; Harkinezhad, et al., 2009). En Colombia, a pesar de la legislación 
existente y el control que ejercen las autoridades ambientales, el tráfico de fauna 
silvestre sigue siendo un problema de gran magnitud, no obstante, por su 
naturaleza ilegal no se sabe su verdadero alcance, su impacto sobre las poblaciones 
animales y las consideraciones zoonóticas y de salud pública que se puedan generar 
de esta situación (Monsalve et al., 2011; Cruz-Antía y Gómez, 2010). Considerando 
el importante rol que desempeñan los psitácidos en la trasmisión de la enfermedad 
especialmente en condiciones de cautiverio y la poca información que existe en 
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Colombia sobre la presencia de este microorganismo, en este trabajo se pretende 
determinar la prevalencia de C. psittaci en aves psitácidas incautadas, residentes 
del Centro de Recepción de Fauna Temporal del Convenio de Asociación N°131 
IDPYBA – U.D.C.A. Conocer la prevalencia de C. psittaci, permitirá instaurar 
medidas de control que reduzcan la presentación de la enfermedad en las aves 
sujetas al tráfico ilegal permitiendo que luego se puedan liberar o reubicar sin la 
presencia de esta bacteria.  
Este proyecto hace parte de un macroproyecto aprobado y 
financiado en el marco del convenio No. 131 establecido entre la 
Universidad de Ciencias Aplicadas y Ambientales U.D.C.A. y el 
Instituto para la Protección y Bienestar Animal IDPYBA. 
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1 OBJETIVOS 
 
 
1.1 Objetivo General 
Determinar la prevalencia de Chlamydia psittaci en aves psitácidas en el Centro 
de Recepción de Fauna Temporal del Convenio de Asociación N° 131 IDPYBA – 
U.D.C.A. 
 
1.2 Objetivos Específicos 
1. Determinar la prevalencia de Chlamydia psittaci en la población de estudio.   
 
2. Comparar la positividad de Chlamydia psittaci en ADN obtenido a partir de 
hisopado cloacal versus el de materia fecal.   
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2 REVISIÓN DE LITERATURA 
 
 
2.1 Historia 
La psitacosis ha sido reconocida como una enfermedad zoonótica por más de un 
siglo. En 1879, se documentó por primera vez, cuando Ritter, médico suizo, 
describió una epidemia de neumonía inusual asociada con la exposición a aves 
tropicales en siete individuos en Zúrich, Suiza. Por sus manifestaciones, llamó a la 
enfermedad ‘Neumotifus’ debido a las similitudes existentes con la fiebre tifoidea 
(Harkinezhad et al., 2009; Vanrompay et al., 1995). En 1892, se reportó un brote 
similar en París, a raíz de una importación de 500 loros provenientes de Buenos 
Aires, Argentina; que enfermaron casi todos y, durante el viaje murieron más o 
menos 300, la distribución de las 200 aves sobrevivientes generó enfermedad a 49 
personas, de las cuales murieron 16 (Loizaga, 1942). Más adelante, en 1893, 
Nocard, de los huesos de las alas de una lora desecada afectada, aisló un 
microorganismo que se creía que era el agente causal, no obstante, este fue 
identificado como Salmonella typhimurium (Macfarlane y Macrae, 1983).  
Más tarde, en 1895, Morange, bautiza a la enfermedad con el nombre ‘psitacosis’, 
que deriva del latín ‘psittacus’ —loro. Varios informes de este período y de 
principios del siglo XX describieron la psitacosis en humanos manifestada como una 
epidemia y, se estableció sin lugar a duda el papel de los loros como fuente de 
infección (Martinov, 2018). En 1929, se produjo en la ciudad de Córdoba, Argentina 
una epidemia de neumonía relacionada con una exposición y venta de aves 
tropicales (Loizaga, 1942). Durante el invierno de 1929-1930, en Europa, Norte, 
Centro y Sur América, Asia, África y Oceanía se produjo una pandemia de psitacosis 
humana. La enfermedad se atribuyó a la importación de loros amazónicos verdes 
provenientes de Argentina (Macfarlane y Macrae, 1983; Loizaga, 1942). La 
gravedad de esta epidemia y su extensión fomentaron intensos esfuerzos por 
investigar acerca de la etiología de la enfermedad, fundamentados también en la 
seguridad que el bacilo aislado en 1893 por Nocard, no era el agente etiológico de 
la psitacosis (Macfarlane y Macrae, 1983; Bedson y Bland, 1932). 
En 1930, Lewinthal, en la sesión de la Sociedad de Microbiología de Berlín comunicó 
haber observado en el microscopio pequeños corpúsculos basófilos esféricos en 
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preparados de macerados de órganos de los loros afectados, a los que atribuyó una 
significancia etiológica (Martinov, 2018). Coles entregó a la imprenta de Lancet un 
manuscrito comunicando la observación de formaciones similares en las células 
reticuloendoteliales de personas y aves infectadas (Loizaga, 1942; Coles, 1930). 
Luego de lo cual, Lillie en Estados Unidos, entregó a la imprenta de U. S. Public 
Health Report un artículo afirmando el mismo hecho (Martinov, 2018; Lillie, 1930). 
En las investigaciones de Levinthal, Coles y Lillie, se estableció que dichos 
corpúsculos, ocupan el interior de las grandes células del sistema 
reticuloendotelial y se encuentran diseminados en el citoplasma, dispuestos en 
parejas y apiñados en montoncillos o, por destrucción de las células dispersos en 
los tejidos. Estas últimas formas corpusculares libres, parecía que fueran las 
difusoras del contagio de célula a célula (Harkinezhad et al., 2009; Loizaga, 1942; 
Coles, 1930). 
Levinthal denominó a los corpúsculos Microbacterium multiforme psitacosis, Lillie 
les llamó Rickettsia psittaci, mientras que Coles los bautizó como corpúsculos «X». 
En homenaje, el mundo científico los llamó, corpúsculos LLC y los conceptuó como 
agentes etiológicos de la enfermedad (Kaleta y Taday, 2003; Loizaga, 1942). La 
existencia de tales formas fue comprobada por Krumwiede et al. (1930), quienes 
lograron transmitir la enfermedad a la laucha blanca y, a partir de un preparado 
hecho con el epiplón gastroesplénico observaron grandes células de citoplasma 
claro, abundante y vacuolado, en cuyo interior se destacaban pequeños 
corpúsculos LLC con diversas morfologías. Este pleomorfismo los hizo sospechar de 
un proceso cíclico de desarrollo (Loizaga, 1942; Bedson y Bland, 1932).  
El agente etiológico de la psitacosis fue clasificado erróneamente por Bedson et 
al. (1930) como un virus debido a su tamaño relativamente pequeño y a su modo 
de replicación intracelular. En el mismo año, el agente causal del linfogranuloma 
venéreo (LGV) fue aislado en humanos, ambos microrganismos fueron clasificados 
como virus del grupo Psitacosis—LGV (Longbottom y Coulter, 2003; Page, 1966; 
Rake, 1942). Durante mucho tiempo, se utilizó la técnica de tinción de Giemsa 
para observar a los corpúsculos LCL en frotis o improntas del tracto respiratorio, 
hígado o bazo, siendo este, el primer medio para diagnosticar la psitacosis en aves 
y humanos (Kaleta y Taday, 2003). En los años siguientes los denominados ‘virus’ 
fueron cultivados en huevos embrionados, cerebros de mono y en ratones. Tanto 
los ratones de laboratorio como los embriones de pollo fueron utilizados con éxito 
como medios de diagnóstico durante muchos años (Harkinezhad et al., 2009; 
Kaleta y Taday, 2003; Thygeson, 1963). El crecimiento de chlamydias en cultivos 
celulares fue el siguiente gran logro (aislar, propagar y teñir). Inicialmente, su uso 
rutinario se vio obstaculizado en gran medida por el crecimiento excesivo de 
bacterias y hongos; con la disponibilidad de antibióticos y antimicóticos en la 
 
 
19 
década de 1940, los cultivos derivados de tejido embrionario o tumoral crecieron 
con éxito. Debido al control confiable del crecimiento bacteriano y fúngico, los 
cultivos celulares rápidamente fueron considerados el método ‘estándar de oro’ 
para el aislamiento. La detección directa de inclusiones citoplasmáticas se logró 
mediante una variedad de tinciones, tales como, Giemsa, Castañeda, 
Macchiavello, Stamp y Giménez. (Kaleta y Taday, 2003; Bevan et al., 1978; 
Thygeson, 1963). En 1965, con el desarrollo de la microscopía electrónica, los 
científicos pudieron observar que el agente de la psitacosis no era un virus, sino 
una bacteria (Martinov, 2018).  
En 1966, Page propuso integrar los organismos del grupo Psitacosis—LGV en un 
género único llamado Chlamydia (Page, 1966). Durante algún tiempo, se consideró 
que Chlamydia pertenecía a las rickettsias, finalmente, se clasificaron como 
bacterias intracelulares gram negativas, debido a que se dividen por fisión binaria, 
poseen ADN y ARN, tienen paredes celulares de estructura similar a las de las 
bacterias gram negativas y ribosomas con susceptibilidad a los antibióticos, 
característica propia de los ribosomas procariotas (Moulder, 1966; Longbottom y 
Coulter, 2003). Poco después, el género Chlamydia se incorporó en el orden 
Chlamydiales, familia Chlamydiaceae. A finales de los años sesenta, se 
identificaron dos especies dentro del género Chlamydia: Chlamydia trachomatis 
(Capponi y Haider, 1969) y Chlamydia psittaci (Tamura et al., 1971). A finales de 
la década de 1980, los primeros datos publicados sobre la hibridación ADN-ADN, 
revelaron la inmensa diversidad genética de C. psittaci, lo cual permitió la 
incorporación de C. pneumoniae (Grayston et al., 1989) y C. pecorum (Fukushi y 
Hirai, 1992). 
 
2.2 Taxonomía 
El nombre de los organismos chlamydiales ha sido objeto de muchas discusiones e 
intentos de cambio. Dentro de sus primeras descripciones científicas fueron 
conocidos como Rickettsia (Lillie, 1930), Bedsonia (Meyer, 1953), Miyagawanella 
(Meyer, 1953), Rakeia (Page, 1959), Neo-Rickettsia (Meyer, 1967) y grupo PLT                  
(Psitacosis—Linfogranuloma venéreo) (Page, 1966; Rake, 1942), entre otros. En 
1965, Gordon y Quan, realizaron un estudio en aislados del grupo PLT y TRIC 
«Tracoma-conjuntivitis de inclusión», para ello, consideraron la morfología de las 
inclusiones chlamydiales en cultivos celulares infectados y la presencia o ausencia 
de glucógeno. Las cepas (tracoma) con inclusiones caracterizadas por una forma 
redonda-oval compacta que contenía glucógeno fueron incluidas en el Subgrupo A 
(C. trachomatis) y las cepas (mamíferos y aves) que produjeron inclusiones difusas 
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o irregulares sin detección de carbohidratos, en el Subgrupo B (C. psittaci) 
(Martinov, 2018; Gordon y Quan, 1965).  
El género Chlamydia dentro de la familia Chlamydiaceae, orden Chlamydiales y 
filo Chlamydiae, fue introducido por Page en 1966, el cual comprende bacterias 
intracelulares obligadas que se distinguen por un ciclo de desarrollo bifásico único 
(Page, 1966; Sachse et al., 2015; Knittler y Sachse, 2015). A finales de la década 
de 1960, se identificaron rasgos fenotípicos específicos de las cepas de chlamydias, 
que, junto con la morfología de inclusión, se convirtieron en la base sobre la cual 
Page (1968) dividió las cepas en dos especies, C. psittaci, que consistió en cepas 
de una amplia variedad de fuentes animales, y C. trachomatis en cepas de fuentes 
humanas (Martinov, 2018; Longbottom y Coulter, 2003). Estas especies fueron las 
dos únicas especies reconocidas hasta la década de 1980. Para ese periodo, la 
asignación de cepas a las especies se basó en características bioquímicas, 
morfológicas, modo de replicación y rango de hospederos (Sachse, et al., 2015).  
En 1999, basado en el análisis de los límites de secuencias de genes de ARN 
ribosómico (rRNA) 16S y 23S, Everett et al. (1999) propusieron subdividir la familia 
Chlamydiaceae en dos géneros, Chlamydia y Chlamydophila y aún más las especies 
genéticamente heterogéneas de C. trachomatis y C. psittaci. Esta revisión resultó 
en la definición de nueve especies: C. trachomatis, C. muridarum y C. suis y, 
Chlamydophila (Cp.) Cp. abortus, Cp. caviae, Cp. felis, Cp. pecorum, Cp. 
pneumoniae y Cp. psittaci (Sachse, et al. 2015; Pillonel et al. 2015; Bavoil et al. 
2013; Everett et al. 1999). La base molecular para la inclusión de aislamientos en 
la familia Chlamydiaceae se basó en una identidad mayor al 90% en la secuencia 
del gen 16S rRNA entre aislamientos y, el criterio taxonómico para el género 
Chlamydophila se basó en las diferencias de longitud y composición de la secuencia 
del gen 23S rRNA (Pillonel et al. 2015; Kaleta y Taday, 2003).  
Considerando que el gen 16S rRNA es útil para estudios sobre la evolución de los 
microorganismos, esta división fue discutida y rechazada por varios miembros de 
la comunidad científica, ya que, no siempre es la mejor opción para la filogenia 
de una especie, especialmente porque la propuesta de Everett et al. (1999), se 
basa en diferencias biológicas mínimas (Schachter et al. 2001). Según Stephens et 
al. (2009), la separación taxonómica previa, basada en secuencias ribosómicas no 
es coherente con la historia natural del organismo, demostrada por comparaciones 
del genoma 8 años después de la introducción, tampoco es ampliamente utilizada 
por la comunidad de investigación de estos microorganismos, por lo tanto, se 
planteó reunir a las chlamydias en un género único Chlamydia (Martinov, 2018; 
Stephens et al. 2009). 
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En el 2010, Greub informó que El Subcomité Internacional de Taxonomía de las 
Chlamydias (ISTC —por la sigla en inglés de International Subcommittee on the 
Taxonomy of the Chlamydiae) consideró que solo el género Chlamydia debería 
usarse para especies de los géneros Chlamydia y Chlamydophila (Bavoil et al, 2013; 
Greub, 2010). Esta posición estuvo respaldada por evidencia creciente, por 
ejemplo, el porcentaje de identidad de la secuencia del gen 16S rRNA entre dos 
miembros del género Chlamydophila, Chlamydophila felis y Chlamydophila 
pneumoniae, es del 95,1%, mientras que esta identidad es del 94,9% entre 
Chlamydophila felis y C. trachomatis, que fueron clasificadas en diferentes 
géneros por Everett et al. (1999) (Martinov, 2018; Pillonel et al. 2015).  
Sachse et al. (2015) determinaron que ni los valores de corte de identidad de 
secuencia de gen 16S rRNA generalmente utilizados, ni los parámetros basados en 
la similitud genómica separan consistentemente a los dos géneros. En particular, 
no hay un fenotipo fácilmente reconocible, como la preferencia del hospedero o 
el tropismo tisular que pueda soportar una subdivisión. Además, el género 
Chlamydophila actualmente no es bien aceptado y no es utilizado por la mayoría 
de los grupos de investigación en el campo. Por lo tanto, se propuso la clasificación 
de las 11 especies de la familia Chlamydiaceae actualmente reconocidas en un solo 
género, el género Chlamydia (Sachse et al. 2015). Esta revisión taxonómica es la 
actualmente aceptada por la OIE (OIE, 2018).  
 
2.3 Ciclo Biológico 
Chlamydia psittaci es una bacteria intracelular obligada con un ciclo de desarrollo 
bifásico único que involucra dos formas, el cuerpo elemental «CE» (0,3 μm de 
diámetro) y el cuerpo reticulado «CR» (0,5 – 1,6 μm de diámetro) (Knittler y 
Sachse, 2015; Longbottom y Coulter, 2003). Los cuerpos elementales son formas 
extracelulares, responsables de la diseminación de la infección debido a su 
capacidad de unión e invasión a células del hospedero y los cuerpos reticulados 
metabólicamente activos, son los encargados de la replicación intracelular y la 
generación de bacterias progenitoras infecciosas (Elwell et al., 2016; 
AbdelRahman y Belland, 2005). Ambas formas son funcionalmente distintas, los CE 
sobreviven en el duro ambiente extracelular, su pared celular en forma de espora 
se estabiliza mediante una red de proteínas entrelazadas por enlaces disulfuro                  
—denominado complejo de membrana externa, que confiere resistencia al estrés 
osmótico y físico (Omsland et al., 2014). Por su parte, los CR, se especializan en 
la adquisición y replicación de nutrientes; expresan proteínas que están 
involucradas en la generación de ATP, síntesis de proteínas y transporte de 
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nutrientes, como las ATP sintasas tipo V, proteínas ribosómicas y transportadores 
de nucleótidos (AbdelRahman y Belland, 2005).  
La infección se inicia a través de la unión y posterior endocitosis mediada por los 
CE a las células hospederas, dicha unión se produce mediante la formación de un 
puente trimolecular entre las adhesinas bacterianas, los receptores y 
proteoglicanos del heparán sulfato (HSPG) y proyecciones de superficie 
(microvellosidades) de la célula hospedera (Moore y Ouellette, 2014). Una vez en 
contacto, los efectores del sistema de secreción de tipo III (T3SS) pre-sintetizados 
se liberan en la célula hospedera, algunos de los cuales inician reordenamientos 
del citoesqueleto para facilitar la internalización y/o iniciar la señalización 
mitogénica para favorecer un estado antiapoptótico (Mueller et al., 2014; 
AbdelRahman y Belland, 2005).  
El cuerpo elemental se endocita en un compartimento unido a la membrana, 
conocido como inclusión; que evita el tráfico normal a través de la vía endocítica 
de la célula hospedera, disociando efectivamente los endosomas y lisosomas 
(Mueller et al., 2014). Una vez internalizados los CE se redistribuyen desde la 
periferia de la célula y se agregan en la región del Aparato de Golgi que 
corresponde al Centro Organizador de Microtúbulos (MTOC) o centrosoma (Mueller 
et al., 2014; AbdelRahman y Belland, 2005;). Dentro de las primeras horas después 
de la internalización, los CE mediante la síntesis de proteínas bacterianas se 
diferencian en CR, posteriormente, se empiezan a replicar por fisión binaria, a su 
vez, secretando efectores adicionales que modulan los procesos en la célula 
hospedera (Figura 1) (Elwell et al., 2016; Moore y Ouellette, 2014).  
A medida que avanza el ciclo de desarrollo, la inclusión se amplía para acomodar 
el creciente número de bacterias, asimismo intercepta las vías de tráfico de 
membranas biosintéticas y adquiere la capacidad de fusionarse con un subconjunto 
de vesículas derivadas del Aparato de Golgi, lo que aumenta su superficie de 
membrana. Después de varias rondas de replicación, los cuerpos reticulados se 
vuelven a diferenciar en cuerpos elementales y se liberan de la célula hospedera 
por exocitosis o lisis celular, listos para infectar las células vecinas (Omsland et 
al., 2014; Harkinezhad et al., 2009).  
En algunos casos, en condiciones de estrés, el ciclo de desarrollo puede 
modificarse, los cuerpos reticulados entran en un estado persistente, en donde no 
logran completar su desarrollo a CE infecciosos y pasan a cuerpos aberrantes 
agrandados, reteniendo su actividad metabólica (Knittler y Sachse, 2015). Si bien 
acumulan cromosomas debido a la continua replicación del ADN, no se dividen. 
Estas formas persistentes pueden reactivarse rápidamente en CR normales y CE 
infecciosos al eliminar el estrés. Estas formas de crecimiento persistente se han 
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asociado con infecciones crónicas (AbdelRahman y Belland, 2005; Hogan et al., 
2004). 
 
 
Figura 1. Ciclo biológico de C. psittaci.  
Tomado de: Elwell et al. (2016). 
 
2.4 Patogenia  
El conocimiento fundamental de clamidiosis en aves aún se basa en el estudio de 
Page (1959), en el que experimentalmente infectó pavos con C. psittaci —serovar 
D después de su inoculación por vía respiratoria y oral, estableciendo así, la 
distribución cuantitativa del microorganismo en los tejidos mediante aislamiento. 
Dentro de las primeras 4 horas de la infección respiratoria, C. psittaci fue aislada 
de los pulmones, sacos aéreos y mesenterio; un rápido aumento de la infectividad 
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en los pulmones y en los alvéolos en 24 horas indicó que estos tejidos eran focos 
primarios para la multiplicación. Después de 48 horas, se detectaron chlamydias 
en sangre, posteriormente en todos los órganos. La excreción de cuerpos 
elementales en heces fue observada 72 horas después de la infección. En tanto 
que, la enfermedad clínica no se observó durante los primeros 5 días después de 
la infección oral (Vanrompay et al., 1995; Van Buuren et al., 1994).  
El período de incubación varía dependiendo de la cepa y la especie de ave 
involucrada, experimentalmente, por lo general, este tiene una duración de 5 a 
10 días con una cepa virulenta (Krawiec et al., 2015; Grimes y Wyrick, 1991). En 
aves infectadas naturalmente, el período de incubación suele ser de 3 a 10 días, 
incluso varios meses dependiendo de la edad y grado de exposición (Van Wettere, 
2016). La estimulación antigénica persistente producto de infecciones por 
Chlamydia spp., causante de inflamaciones crónicas es considerada un mecanismo 
patogénico (Kuo et al., 2010).  
Por otro lado, Beasley et al. (1961) compararon los hallazgos histopatológicos de 
las nueve cepas en pavos. En su estudio no pudieron identificar diferencias en la 
patogénesis entre los aislados de aves psitácidas y las cepas de pavo menos 
virulentas, puesto que causaron lesiones similares en el sistema respiratorio y 
membranas serosas, sin ocasionar enfermedad sistémica (Van Buuren, et al., 1994; 
Vanrompay, et al., 1995). Jacoby y Gerbermann inocularon C. psittaci en los sacos 
aéreos de loros amazónicos, los cuales no mostraron signos clínicos, sin embargo, 
se observó conjuntivitis después de 33 días cuando las aves fueron inoculadas con 
un aislado de loro gris. En ambos casos encontraron aerosaculitis, esplenomegalia 
y hepatomegalia como hallazgos de necropsia (Grimes y Wyrick, 1991).  
Takahashi et al. (1988) desarrollaron un modelo de pollo para psitacosis aguda con 
el fin de analizar los medios de transmisión horizontal y, las diferencias de 
virulencia entre cepas de aves y mamíferos, puesto que consideraban que no era 
posible comparar la patogenicidad de las cepas de C. psittaci de diferentes 
especies de hospedador sin que existiese un modelo para la infección sistémica. 
Los pollitos de 8 días de edad, que recibieron cepas de C. psittaci por inoculación 
intra—aérea, eliminaron chlamydias en heces y transmitieron horizontalmente la 
infección a sus compañeros de jaula (Vanrompay et al., 1995; Grimes y Wyrick, 
1991). Se consideró que los pollos adultos eran resistentes a infecciones 
clínicamente aparentes, la edad de las aves parecía ser un factor importante para 
la infección sistémica «subclínica», debido a que se aisló C. psittaci con mayor 
frecuencia en las aves inoculadas más jóvenes que en las adultas (Van Buuren et 
al., 1994; Grimes y Wyrick, 1991). En pollitos de 8 días inoculados por vía intra—
aérea, se aislaron chlamydias en pulmones, hígado, yeyuno y unión colorrectal, 
mientras que sus compañeros de jaula control mostraron una infección limitada en 
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hígado y la unión colorrectal. En pollos inoculados por vía oral, la distribución del 
agente fue similar a la de los compañeros de jaula de control infectados; C. psittaci 
se recuperó del hígado y el colon y no de los pulmones, esto sugirió que los 
compañeros de jaula de control pudieron infectarse por vía oral. Las tres cepas de 
aves que usaron mostraron una infectividad y tasa de mortalidad similar 
(Vanrompay et al., 1995; Takahashi et al., 1988). Pese a que se han reportado 
infecciones experimentales en aves psitácidas, pavos, pollos y palomas, inoculadas 
con chlamydias de diferentes especies, los estudios sobre la patogénesis de C. 
psittaci aún son incompletos (Harkinezhad et al., 2009).  
La causa de la virulencia de C. psittaci se atribuye a una endotoxina derivada del 
Lípido A asociada a la membrana externa de los cuerpos elementales, que posterior 
a la penetración de los CE a la célula hospedera sufre cambios estructurales y 
metabólicos que pueden alterar su patogenicidad. (Omsland et al., 2014). La 
transmisión de C. psittaci entre especies puede cambiar las propiedades 
fisicoquímicas y, por ende, la composición antigénica, los componentes tóxicos y 
en términos de virulencia, el espectro de hospedadores del agente (Van Buuren et 
al., 1994). El estudio de la virulencia a nivel celular está limitado por la 
patogénesis de la enfermedad, que está relacionada con la respuesta del 
hospedero, la especie aviar involucrada, así como con los efectos directos de las 
chlamydias per se (Elwell et al., 2016; Harkinezhad et al., 2009). 
 
2.5 Signos Clínicos 
Los signos clínicos varían en severidad dependiendo de la edad, la dosis infectiva, 
la virulencia de la cepa involucrada, los factores de estrés, ruta y duración de la 
infección, la especie y el estado inmunitario del hospedero (Harkinezhad, 2008; 
Longbottom y Coulter, 2003). La mayoría de los signos clínicos observados no son 
específicos y pueden incluir secreciones nasales y oculares, diarrea con heces de 
coloración amarillo verdoso, plumas erizadas, inactividad, anorexia, letargo, 
depresión e hipertermia, ocasionalmente shock y muerte, no obstante, las 
infecciones asintomáticas son comunes (Santos et al., 2014; Harkinezhad et al., 
2009).  
En patología clínica, el cambio hematológico más frecuente es un aumento en el 
recuento de leucocitos y cambios en la actividad enzimática del hígado. En 
radiografía se puede observar hepato o esplenomegalia y bolsas de aire 
engrosadas. En los hallazgos de necropsia con frecuencia se observa exudado 
fibrinoso «infección aguda» en sacos aéreos, alveolos, pericardio y peritoneo, y 
hepatoesplenomegalia acompañada de focos necróticos de color blanco grisáceo o 
hemorragias petequiales, estas lesiones, no son lo suficientemente características 
 
 
26 
para distinguir la psitacosis de otras enfermedades bacterianas (Van Wettere, 
2016; Longbottom y Coulter, 2003; Grimes y Wyrick, 1991). 
Histológicamente se caracteriza por cambios necrotizantes y proliferativos                       
—histiocitos asociados a los cuerpos de inclusión en hígado y bazo, la necrosis 
resulta de la lisis celular directa o del daño vascular, este último es también la 
fuente del exudado fibrinoso (Van Wettere, 2016; Suwa et al., 1990). El 
agotamiento del tejido linfoide y la proliferación macrófagos son características 
prominentes en bazo (Longbottom y Coulter, 2003; Suwa et al., 1990). En el 
sistema respiratorio, se puede observar consolidación pulmonar como resultado de 
la infiltración focal de células mononucleares, congestión y hemorragia (Van 
Buuren et al., 1994; Beasley et al., 1961). También puede producir pericarditis, 
peritonitis, nefritis, encefalitis, miocarditis y orquitis (Van Wettere, 2016). 
En infecciones crónicas, se puede observar palidez difusa del bazo o el hígado, 
hiperplasia de las vías biliares, infiltrado inflamatorio de células mononucleares y 
ausencia de inclusiones bacterianas y cambios necróticos, las lesiones 
generalmente están ausentes en las aves infectadas de forma latente (Van 
Wettere, 2016; Longbottom y Coulter, 2003). El hospedero, los factores 
microbianos, la ruta y la intensidad de la exposición y el tratamiento determinan 
el curso clínico (Dickx y Vanrompay 2011; Longbottom y Coulter, 2003).  
 
2.6 Herramientas Diagnósticas 
Existen diferentes métodos para la identificación de C. psittaci, actualmente se 
recomiendan las pruebas moleculares, puesto que proporcionan un diagnóstico 
rápido, sensible y específico, estos incluyen reacción en cadena de la polimerasa 
(PCR) convencional y en tiempo real. Si estas últimas no se encuentran disponibles, 
también se puede hacer uso de aislamiento mediante cultivo, citología de 
exudado, heces o impronta de tejidos, pruebas serológicas e inmunohistoquímica 
(Balsamo et al., 2017; Harkinezhad, 2008; Longbottom y Coulter, 2003).  
Para el aislamiento del organismo in vitro, se utilizan cultivos celulares o huevos 
embrionados libres de patógenos específicos. Las líneas celulares más utilizadas 
son Buffalo Green Monkey, McCoy, HeLa, Vero y L-929 (Sheleby-Elías et al., 2013; 
Harkinezhad, 2008; Vanrompay et al., 1992). El aislamiento de chlamydias fue el 
método preferido de diagnóstico durante décadas, sin embargo, debido al tiempo 
requerido, los costos, que algunas cepas no crecen in vitro, el riesgo para el 
personal de laboratorio y, que es indispensable un laboratorio de bioseguridad tipo 
3, a menudo se utilizan otras técnicas (Balsamo et al., 2017; Longbottom y Coulter, 
2003). 
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En citología, los cuerpos de inclusión pueden ser detectados en exudados, frotis 
cloacales, heces e impronta de tejidos (pulmón, hígado, bazo, riñón, intestino, 
corazón y sacos aéreos) mediante tinción de Giemsa, Stamp, Giménez modificada, 
Ziehl-Neelsen y Macchiavello. La técnica de Giménez modificada es la que se usa 
con mayor frecuencia (Harkinezhad, 2008; Kaleta y Taday, 2003; Vanrompay et 
al., 1992). Estas tinciones pueden ser útiles, pero son mucho menos sensibles y 
específicas que las tinciones inmunohistoquímicas o los métodos de detección 
molecular, puesto que ninguna de ellas detecta específicamente a las chlamydias 
(Balsamo et al., 2017; Harkinezhad, 2008). 
La inmunohistoquímica es otro método para la detección de chlamydias en 
preparaciones citológicas e histológicas; a causa de las reacciones cruzadas con 
algunas bacterias y hongos, se debe considerar la morfología para hacer un 
diagnóstico positivo (Harkinezhad, 2008). El antígeno chlamydial se encuentra con 
mayor frecuencia en los macrófagos en áreas de inflamación, se puede detectar 
con frecuencia en la glándula nasal lateral hasta 50 días después de la infección y 
en los sacos de aire y pericardio inflamados (Harkinezhad, 2008). Para la tinción 
en secciones de parafina se utilizan anticuerpos comerciales anti-Chlamydia 
específicos de familia, dirigidos contra el LPS o MOMP. Los anticuerpos deben 
producirse y seleccionarse para la reacción con chlamydias inactivadas con 
formalina (OIE, 2018; Harkinezhad, 2008).  
Las técnicas serológicas incluyen: (1) la prueba aglutinación de CE, que detecta 
principalmente IgM, por lo tanto, es capaz de detectar enfermedades agudas, pero 
no crónicas, un resultado negativo no garantiza que un ave esté libre de infección, 
ya que la sensibilidad de la prueba es bastante baja (Longbottom y Coulter, 2003). 
(2) La fijación directa del complemento detecta IgG aviar, pero no IgM, no 
obstante, los antígenos de prueba no están disponibles comercialmente, es 
relativamente sensible y no se puede usar para analizar sueros de especies de aves 
cuyas inmunoglobulinas no fijan el complemento, como las pequeñas aves 
psitácidas. La prueba modificada es más sensible, sin embargo, presenta las 
mismas desventajas (Harkinezhad, 2008). (3) La inmunofluorescencia indirecta 
detecta principalmente IgG mediante el uso de un anticuerpo secundario 
policlonal, la sensibilidad y la especificidad varían con la inmunorreactividad del 
anticuerpo frente a diversas especies de aves (Balsamo et al., 2017). (4) Los 
ensayos inmunoenzimáticos (ELISA) que están disponibles comercialmente, 
detectan el LPS, que está presente en todas las especies de Chlamydia. Estas 
pruebas pueden dar grandes cantidades de falsos positivos, debido a reacciones 
cruzadas con otras bacterias gram negativas (Harkinezhad, 2008; Longbottom y 
Coulter, 2003). Por último, (5) la prueba de anticuerpos fluorescentes se utiliza 
 
 
28 
para identificar el organismo en citologías, improntas u otras muestras, mediante 
el uso de anticuerpos mono o policlonales (Balsamo et al., 2017).  
La PCR representa una técnica específica, sensible y rápida para la detección de 
C. psittaci (Sheleby-Elías et al. 2013; OIE, 2018). Varias pruebas de PCR descritas 
en la literatura en aves se han dirigido al gen ompA (Sachse y  Hotzel, 2003; 
Laroucau et al., 2001; Vanrompay et al., 1997; Takashima et al. 1996), al gen 
MOMP (Geens et al., 2005; Hewinson et al., 1997; Kaltenboeck et al., 1991; 
Fukushi y Hirai, 1989), los genes 16S y 23S rRNA (Madico et al., 2000, Everett et 
al, 1999; Meijer et al., 1997; Messmer et al., 1997) y recientemente la proteína 
molecular rica en cisteína (envB) (Okuda et al., 2010). La sensibilidad y la 
especificidad de la prueba dependen en gran medida de la cantidad y calidad del 
ADN extraído, así como de los parámetros de rendimiento de la PCR. La sensibilidad 
aumenta al dirigirse a un segmento de ADN relativamente corto, mediante un 
procedimiento anidado o utilizando PCR en tiempo real (Martinov, 2018; Sachse et 
al., 2009; Harkinezhad, 2008). 
 
2.7 Control y Prevención 
Para evitar la transmisión de C. psittaci a los seres humanos y aves —en zoológicos, 
aviarios, centros de recepción de fauna silvestre, las medidas de prevención 
incluyen: evaluación de riesgos e implementación de medidas preventivas; las 
personas en riesgo deben ser informadas acerca la enfermedad; la educación y 
capacitación de los empleados es muy importante para garantizar que las medidas 
se ejecuten adecuadamente. Los cuidadores con síntomas respiratorios similares a 
la gripe deben buscar atención médica inmediata e informar sobre el contacto. La 
evaluación de riesgos también debe identificar a los trabajadores y demás personas 
temporales u ocasionales; tales como, personal de limpieza y mantenimiento, 
contratistas, estudiantes y visitantes (Bálsamo et al., 2017; Dickx y Vanrompay, 
2011). Las medidas preventivas incluyen: (1) Limpieza y desinfección: teniendo en 
cuenta que C. psittaci puede sobrevivir hasta 30 días en heces y materiales del 
lugar (Longbottom y Coulter, 2003), las jaulas deben limpiarse y desinfectarse 
diariamente, humedeciendo el material de desecho antes de retirarlo. Todos los 
desperdicios de alimento, cuerdas, material de nidos y basura deben ser 
destruidos, ya que la infectividad ha sido documentada en el alimento para 
canarios por 2 meses, en desechos de aves de corral hasta por 8 meses y en paja y 
superficies duras por 2 a 3 semanas (Caul y Sillis, 1998). Es necesario minimizar la 
circulación de plumas y polvo, trapear el piso frecuentemente con desinfectantes, 
usar sustratos que no produzcan polvo —periódico y evitar corrientes de aire dentro 
del área. La ventilación de escape debe ser suficiente para evitar la acumulación 
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de aerosoles y evitar la contaminación cruzada de las habitaciones (Balsamo et al., 
2017). C. psittaci es susceptible a la mayoría de los desinfectantes y detergentes, 
así como al calor. Los desinfectantes eficaces incluyen, dilución 1:1000 de 
compuestos de amonio cuaternario, 70% de alcohol isopropílico, 1% de lisol, 
dilución 1:100 de blanqueador doméstico o clorofenoles (Balsamo et al., 2017; 
Longbottom y Coulter, 2003). Y (2) Protección del personal: la prevención incluye 
lavado de manos, ropa de protección que no retenga el polvo —es necesario tener 
una sala de transición para guardarla, tapabocas, guantes y gafas. Al manipular 
aves enfermas, se sugiere además el uso cubiertas para zapatos o calzado 
designado y un gorro quirúrgico desechable (Balsamo et al., 2017; Dickx y 
Vanrompay, 2011). Las necropsias deben ser realizadas por un patólogo aviar 
calificado, las carcasas deben humedecerse con detergente y agua para evitar la 
creación de aerosoles (Balsamo et al., 2017). Es de suma importancia evitar 
mezclar aves de múltiples fuentes y poner en cuarentena a las aves recién 
adquiridas o expuestas y aislar a las enfermas. El aislamiento debe incluir 
alojamiento en un espacio separado de otras aves y cuidadores. Las aves, incluidas 
aquellas que han estado expuestas a otras aves en espectáculos, exposiciones y 
ferias, deben estar en cuarentena durante al menos 30 días y ser testeadas antes 
de la reintroducción. Las aves que tengan contacto frecuente con el público deben 
ser testeadas periódicamente. Es imperativo realizar exámenes clínicos periódicos 
y contar con protocolos de tratamiento —siguiendo las instrucciones del médico 
veterinario, cuarentena, aislamiento y pruebas diagnósticas (Matsui et al., 2008). 
Asimismo, es importante llevar a cabo prácticas de bienestar animal para reducir 
el estrés en las aves, es necesaria una buena nutrición (el alimento debe 
permanecer en recipientes cerrados), planes de enriquecimiento ambiental y 
evitar la sobrepoblación. Actualmente no se encuentra ninguna vacuna 
disponible para la clamidiosis aviar. 
 
2.8 Epidemiología 
Las infecciones por C. psittaci en aves psitácidas se producen a nivel mundial, la 
lista de especies de aves susceptibles ha aumentado rápidamente. En la 
actualidad, C. psittaci ha sido aislada de alrededor de 470 especies de aves que 
comprenden 30 órdenes; siendo las tasas más altas de infección las encontradas 
en aves psitácidas —loros, periquitos, cacatúas y guacamayas, en los que la 
enfermedad se conoce como psitacosis. El término ornitosis se usa para describir 
la enfermedad equivalente en todas las especies de aves no psitácidas, sin 
embargo, como la enfermedad es esencialmente la misma en todas las especies de 
aves, el término clamidiosis aviar puede usarse para describir todas las infecciones 
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por C. psittaci en aves (Harkinezhad et al., 2009; Kaleta y Taday, 2003; 
Longbottom y Coulter, 2003).  
La trasmisión de C. psittaci ocurre principalmente de un ave infectada a otra ave 
cercana y se produce por la inhalación de partículas aerógenas contaminadas, 
producto de secreciones oculares, nasales o por heces secas, en ocasiones por 
ingestión (Dickx y Vanrompay, 2011; Kuo et al., 2010; Harkinezhad et al., 2009) La 
transmisión vertical ha sido descrita en periquitos australianos (Dovc et al., 2007). 
Las aves infectadas generalmente son asintomáticas «animales adultos» y pueden 
eliminar el agente de forma intermitente a través de las heces —siendo fuente 
potencial de infección, especialmente cuando se someten a factores de estrés 
como deficiencia nutricional, transporte prolongado, hacinamiento, condiciones 
de la jaula, cambios de temperatura y/o reproducción, cría, puesta de huevos, 
tratamiento y manipulación (Rodríguez-Leo et al., 2017; Van Wettere, 2016; 
Santos et al., 2014; Harkinezhad et al., 2009). Los psitácidos son los más 
importantes reservorios, especialmente en condiciones de cautiverio, incluso 
entre los que son conservados como mascotas (Origlia et al., 2019; Santos et al., 
2014).  
Se han realizado diversos estudios para determinar la prevalencia de C. psittaci en 
aves psitácidas (Tabla 1, Figura 2). Las prevalencias reportadas han sido altamente 
variables y oscilan entre el 3,4% (Costa Rica) al 86,7% (Japón). En Colombia, 
únicamente se ha publicado un estudio de seroprevalencia realizado por Monsalve 
et al. (2011), en aves psitácidas del género Amazona spp., de diferentes zoológicos 
y CAV —Centros de Atención y Valoración de Fauna Silvestre, de los sueros 
analizados, el 85% (118/138) resultaron positivos.  
 
Tabla 1. Prevalencia de C. psittaci en aves psitácidas a nivel mundial. 
País Prueba Resultado Referencia 
EE. UU Cultivo 20% (58/287) Schwartz y Fraser, 1982 
No Reporta Cultivo e IFA 24% (13/55) Mohan, 1984 
Reino Unido IFA 16,6 (139/837) Bevan y Bracewell, 1986 
Reino Unido CF 15,9% Bracewell y Bevan, 1986 
Reino Unido Cultivo 9% (10/110) Bevan et al., 1978 
Costa Rica ELISA 12,4% (16/129) Herrera et al., 2001 
Brasil Dot-blot ELISA 77,3% (34/44)  Raso et al., 2002 
Alemania Cultivo y ELISA 45% (156/342) Kaleta y Taday, 2003 
Brasil PCR semi-anidada 6,3% - 26,7%1 Raso et al, 2006 
Japón PCR anidada 86,7% (59/68) Chahota et al, 2006 
Turquía PCR 45% (25/96) Çelebi y Ak, 2006 
Eslovenia Inmunoensayo 21,7% (10/46) Dovc et al, 2007 
Turquía PCR convencional 91,5% (43/47) Sareyyupoglu et al., 2007 
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Colombia ELISA indirecta 85% (118/138) Monsalve et al, 2011 
Irán Cultivo y Citología 23,5% (4/17) Madani et al, 2011 
Polonia PCR convencional 10,3% (16/156) Piasecki et al, 2012 
Irán PCR anidada 14,3% (24/168)  Madani y Peighambari, 2013 
Costa Rica PCR anidada 3,4% (4/117) Sheleby-Elías et al, 2013  
Brasil PCR semi-anidada 10,6% (33/311) Santos et al, 2014 
China ELISA – PCR 35,3% - 23,8% Zhang et al, 2015 
Argentina PCR en tiempo real 19,7% (15/76) Frutos et al., 2015 
Brasil PCR convencional 50% (23/46) Vasconcelos et al, 2016 
China PCR en tiempo real 19,9% (27/136) Feng et al, 2016 
Venezuela PCR semi-anidada 62% (32/50) Rodríguez-Leo et al. 2017 
Argentina PCR en tiempo real 70,3% (19/27) Origlia, et al, 2019 
Irán  PCR convencional  18,5% (37/200) Mina et al, 2019 
Brasil PCR semi-anidada 31,84% (64/201) Araújo et al, 2019 
Brasil PCR convencional  72% (152/212) Vilela et al, 2019 
1Amazona aestiva (2/32) y Anodorhynchus hyacinthinus (16/45).  
 
 
Figura 2. Prevalencia de C. psittaci en aves psitácidas determinada mediante PCR. 
 — Con base en los datos más recientes de cada país. 
 
C. psittaci es reconocida como una de las principales enfermedades zoonóticas 
transmitidas por las aves, al igual que en éstas, la ruta principal de infección es a 
través del sistema respiratorio —partículas aerógenas contaminadas, otras fuentes 
de exposición incluyen el contacto boca a pico o el manejo del plumaje y los 
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tejidos de aves infectadas (Verminnen et al., 2008; Van Droogenbroeck et al., 
2009; Harkinezhad et al., 2009). Los síntomas pueden incluir fiebre alta 
acompañada de un pulso relativamente bajo, escalofríos, dolor de cabeza, mialgia, 
tos no productiva y dificultad para respirar (Dickx y Vanrompay, 2011; Kaibu et 
al., 2005, Crosse, 1990). El período de incubación es de 5 a 14 días; la enfermedad 
rara vez es mortal en pacientes tratados adecuadamente (Hulin, et al., 2016). La 
mayoría de las infecciones son adquiridas por la exposición a aves psitácidas y han 
sido atribuidas a ellas por más de un siglo (Cadario et al., 2017, Monsalve et al., 
2011; Fraeyman et al., 2010; Kalmar et al., 2014; Kaibu et al., 2005; Haas et al., 
2006; Harkinezhad et al., 2007). Con frecuencia esta enfermedad es 
subdiagnósticada, ya que el historial de exposición o contacto con aves a menudo 
se omite en la consulta médica (Origlia, et al., 2018; Hulin, et al., 2016; Crosse, 
1990). El riesgo de transmisión es mayor entre individuos en contacto directo con 
aves: médicos veterinarios, propietarios de aves, trabajadores de aviarios, 
zoológicos, centros de recepción de fauna, tiendas de mascotas y laboratorios 
(Balsamo et al., 2017; Harkinezhad et al., 2009; Longbottom y Coulter, 2003). La 
psitacosis es reconocida como una enfermedad de ocupacional en Australia y los 
EE. UU, y en la mayoría de los países europeos como Bélgica, Francia, Alemania, 
Italia, Reino Unido, Países Bajos, Eslovaquia y Suiza (Harkinezhad, et al., 2009).  
 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
 
33 
 
 
 
3 MATERIALES Y MÉTODOS 
 
 
3.1 Tipo de estudio 
El presente trabajo correspondió a un estudio observacional descriptivo de corte 
transversal.  
3.2 Aspectos éticos  
El presente trabajo contempló lo estipulado en la Ley de 84 de 1989 y, se realizó 
con el aval del Comité de Bioética de la Facultad de Ciencias Agropecuarias de la 
Universidad de Ciencias Aplicadas y Ambientales - U.D.C.A. (Anexo 1). 
3.3 Población de estudio  
Este estudio incluyó un total de 353 muestras provenientes de 177 aves psitácidas 
incautadas y residentes del Centro de Recepción de Fauna Temporal del Convenio 
de Asociación N° 131 IDPYBA – U.D.C.A, ubicado en la Universidad de Ciencias 
Aplicadas y Ambientales U.D.C.A —Campus Norte, localidad de Suba, Bogotá, 
Colombia. Las muestras fueron tomadas de 11 especies diferentes de aves 
psitácidas (Tabla 2). El número de aves corresponde a la población total que se 
encontraba en el centro de recepción temporal en el periodo comprendido 
entre diciembre de 2018 y febrero de 2019. 
 
Tabla 2. Especies a las que pertenecen las aves psitácidas muestreadas. 
Familia Especies Nombre Común Total 
Psittacidae 
 
Amazona ochrocephala Loro frente amarillo  98 
Amazona amazónica Loro ala naranja  38 
Pionus menstruus Loro cabeci-azul 8 
Amazona autumnalis Loro frente rojo 4 
Amazona farinosa Loro real 1 
Ara ararauna Guacamaya azul y amarillo  13 
Ara macao Guacamaya bandera 4 
Ara militaris Guacamaya verde 1 
Ara severus Guacamaya cari-seca 8 
Pionites melanocephalus Loro cabeci-negra 1 
Pionus chalcopterus Loro ala bronceada 1 
Total   177 
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3.4 Muestras  
En total se trabajaron 176 muestras correspondientes a hisopado cloacal y 177 a 
materia fecal, que fueron tomadas en el Centro de Recepción de Fauna Temporal 
por los médicos veterinarios contratados en el marco del Convenio de Asociación 
N° 131 IDPYBA – U.D.C.A. Las muestras fueron conservadas en buffer de lisis —kit 
comercial, transportadas y almacenadas a -20 ºC hasta su procesamiento. De una 
de las 177 aves, debido a su tamaño, no fue tomada la muestra de hisopado cloacal. 
3.5 Extracción de ADN  
Para la extracción de ADN se utilizó el kit comercial DNeasy Blood and Tissue Kit 
de Qiagen, siguiendo las instrucciones del fabricante (Figura 3). Una vez extraído, 
el ADN se almacenó a -20 ºC. 
 
 
 
Figura 3. Protocolo de extracción de ADN. 
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3.6 Reacción en Cadena de la Polimerasa (PCR)  
Para determinar la presencia o ausencia y la especie presente, todas las muestras 
de ADN se analizaron mediante una PCR convencional amplificando un fragmento 
derivado del MOMP utilizando los cebadores CPF: 5’-GCAAGACACTCCTCAAAGCC-
3’ y CPR: 5’-CCTTCCCACATAGTGCCATC-3’ descritos por Hewinson et al. (1997). 
Cada reacción contenía Phusion Hot Start II High-Fidelity PCR Master Mix (1X) de 
Termo Fisher Scientific, 0,5μM de cada cebador, 3μL de Agua Ultra Pura y 1μL de 
DNA genómico para un volumen final de 10μL. Como control positivo se utilizó 
Amplirun® DNA Control. El protocolo de amplificación es presentado en la Tabla 
3. La amplificación fue realizada en un termociclador Labnet Multigene de 
Laboratorios Fox. Los productos de PCR se visualizaron mediante electroforesis en 
gel de agarosa (1,5%), con buffer TAE 1X, teñidos con SYBR™ Safe DNA Gel Stain 
(1X) (Termo Fisher Scientific) y como marcador de pares de bases GeneRuler 100 
bp Plus DNA Ladder (Termo Fisher Scientific). Las muestras con un amplicón de 
264 pb se consideraron positivas.  
 
Tabla 3. Protocolo de Amplificación del gen MOMP. 
Proceso Temperatura °C Tiempo Ciclos 
Desnaturalización Inicial 98°C 30 seg 1 
Desnaturalización 98°C 10 seg  
Anillamiento 63.3°C 30 seg 35 
Extensión 72°C 10 seg  
Extensión Final 72°C 5 min 1 
Hold 4° ∞ 1 
 
 
Dado que los genomas de C. psittaci y C. abortus presentan una identidad del 100% 
en la secuencia del gen MOMP, las muestras positivas fueron sometidas a otra 
PCR convencional que amplifica un fragmento del gen ompA cuya identidad es 
el del 93% (Figura 4). Para tal fin se diseñaron cebadores específicos para cada 
especie, tomando como referencia las cepas C. psittaci 6BC y C. abortus GN6, las 
secuencias fueron obtenidas de la base de datos GenBank de NCBI 
(blast.ncbi.nlm.nih.gov) (Tabla 4). 
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Figura 4. Blast de las secuencias de referencia de las cepas C. psittaci 6BC y C. abortus 
GN6  
Query: C. abortus cepa GN6 (No. de acceso en el GenBank CP021996.1) 
Sbjct: C. psittaci cepa 6BC (No. de acceso en el GenBank NC_017287.1) 
 
 
Tabla 4. Nombre y secuencia de los cebadores diseñados. 
Especie Cebador Secuencia de Oligonucleótidos GenBank2 
- ompA—F1 5’-ATGAAAAAGAAATACCTAAGCG-3’ - 
C. psittaci ompA—R—Psi 5’-CCCTCTATGTACAGTGTCAT-3’ NC_017287.1 
C. abortus ompA—R—Abo 5’-CCCTCTATATACAGTGTTGC-3’   CP021996.1 
1Único cebador directo conservado entre ambas especies. 
2Número de acceso 
 
Cada reacción contenía Phusion Hot Start II High-Fidelity PCR Master Mix (1X) de 
Termo Fisher Scientific, 0,5μM de cada cebador, 0,1μL de Albúmina de Suero 
Bovino (BSA), 3,4μL de Agua Ultra Pura y 0,5μL de DNA genómico para un volumen 
final de 10μL. Como control positivo se utilizó Amplirun® DNA Control. El protocolo 
 
 
37 
usado para la amplificación se muestra en la Tabla 5. La amplificación fue 
realizada en un termociclador Labnet Multigene de Laboratorios Fox. Los productos 
de PCR se visualizaron mediante electroforesis en gel de agarosa (1,5%) con buffer 
TAE 1X, teñidos con SYBR™ Safe DNA Gel Stain (1X) de Termo Fisher Scientific y 
como marcador de pares de bases GeneRuler 50 bp DNA Ladder ready-to-use de 
Termo Fisher Scientific. Las muestras con un amplicón de 365 pb 
aproximadamente se consideraron positivas para C. psittaci o C. abortus 
dependiendo del cebador.  
 
 
Tabla 5. Protocolo de Amplificación del gen ompA. 
Proceso Temperatura °C Tiempo Ciclos 
Desnaturalización Inicial 98°C 30 seg 1 
Desnaturalización 98°C 10 seg 35 
Anillamiento 59°C 30 seg 35 
Extensión 72°C 20 seg 35 
Extensión Final 72°C 10 min 1 
Hold 4° ∞ 1 
 
3.7 Secuenciación 
Para confirmar la especie, los productos positivos obtenidos con el primer 
protocolo de PCR convencional fueron purificados con Wizard® SV Gel and PCR 
Clean-Up System Protocol de Promega, siguiendo las instrucciones del fabricante, 
cuantificados en un espectrofotómetro Multiskan™ GO de Thermo Fisher Scientific, 
a una longitud de onda de 260nm y 280nm, posteriormente enviados a Macrogen 
Inc. en Seúl, Corea para su secuenciación por Sanger (Tabla 6), una vez obtenidas, 
la secuencias fueron alineadas utilizando BLAST «Basic Local Alignment Search 
Tool» (blast.ncbi.nlm.nih.gov). 
 
Tabla 6. Volumen final y concentración requerida por muestra para su secuenciación. 
Muestra Purificada Volumen Final  Concentración Relación 260/280 
Producto de 201 – 500 pb 25 μL 20 ng/ μL 1,7 - 2 
1Amplicón de 264 pb: primer protocolo de amplificación gen MOMP. 
 
Para el caso del segundo protocolo que amplifica el gen ompA, las muestras no 
fueron enviadas a secuenciar, puesto que, los cebadores al ser específicos, la 
presencia de amplicón confirma la especie. 
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3.8 Determinación de la prevalencia 
Para calcular la prevalencia de C. psittaci en la población de aves psitácidas 
examinada, se utilizó la formula descrita por Thrusfield et al. (2018) —que permite 
cuantificar la proporción de individuos de una población que padecen una 
enfermedad en un periodo de tiempo determinado: 
 
P = número de individuos que padecen la enfermedad en un tiempo determinado
número de animales en riesgo en un momento determinado  
 𝒙 𝟏𝟎𝟎  
Para estimar los límites inferior y superior del intervalo de confianza del 95%, se 
utilizó calculadora: The Confidence Interval of a Proportion del sitio VassarStats: 
Website for Statistical Computation (http://vassarstats.net/). 
Para dar cumplimiento al objetivo N°1, la prevalencia se calculó a partir del total 
de la población de aves (177), como se trabajaron 2 tipos de muestra, se realizó 
un consolidado para obtener el número de aves positivas y negativas: Se determinó 
que un ave positiva fue aquella que arrojó un resultado positivo a una de las 
muestras o ambas, es decir, un ave que fue positiva a hisopado cloacal o a  
materia fecal o a ambas muestras se consideró positiva.  
 
3.9 Análisis estadístico  
Para determinar la asociación entre el origen de la muestra (hisopado cloacal 
versus materia fecal) y la presencia de ADN de C. psittaci, se realizó un análisis 
estadístico a través el método Fisher's exact test (Probabilidad Exacta de Fisher) 
utilizando el software comercial GraphPad Prism versión 7.00 para Windows, 
GraphPad Software, La Jolla California, EE. UU., (www.graphpad.com).  
Con el fin de evaluar la asociación entre la infección por C. psittaci (variable 
dependiente) y la especie, se llevó a cabo un análisis de regresión logística ordinal 
a través el programa Stata Statistical Software: Release 14. College Station, TX: 
StataCorp LP, utilizando el modelo univariado y otro ajustado por la edad.  
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4 RESULTADOS 
 
 
4.1 Prevalencia de Chlamydia psittaci 
La PCR del gen MOMP se realizó a 343 muestras de hisopado cloacal (n= 166) y 
materia fecal (n= 177), debido a la poca cantidad de muestra obtenida en el 
hisopado cloacal, 10/176 muestras fueron descartadas. Del total de muestras 
trabajadas, 213 resultaron positivas a Chlamydia spp. (Figura 5), en donde, 
150/166 correspondieron a hisopado cloacal y 63/177 a materia fecal. No obstante, 
al repetir por segunda y/o tercera vez el protocolo de amplificación para cada 
muestra positiva —con el fin de juntar productos para su secuenciación, 
únicamente 129 muestras de hisopado cloacal y 53 de materia fecal, 182 en total, 
arrojaron nuevamente un resultado positivo. Estas 182 muestras fueron las que 
se tomaron en cuenta para la determinación de la prevalencia. Las aves número 
3 y 130 tenían doble muestra de hisopado cloacal, la número 3 fue remuestrada al 
presentar signos respiratorios y la 130 el mismo día al sospechar que la muestra se 
había tomado mal, el duplicado de ambas muestras fue el que arrojó un resultado 
positivo. 
 
 
Figura 5. Muestras de materia fecal positivas a Chlamydia spp., mediante la amplificación 
del gen MOMP. 
1Amplicón de ∼264 pb. — Cebadores CPF y CPR (Hewinson et al., 1997). — bp: marcador de peso 
(GeneRuler 100 bp DNA Ladder). C+: control positivo. C-: control negativo. 
bp  C- 26  27  28  29 30  32 33  34  35  36 37  38 39 40  41  42  43  44 45 46  47 48  49  50  51  C+   
500 
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Fecha: 15-08-19 
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Los 182 productos obtenidos fueron secuenciados por Macrogen Inc. (Seúl, Corea). 
La secuenciación confirmó un 100% de identidad genética con Chlamydia abortus 
«Cepa GN6» y con C. psittaci «Cepa 6BC» a través del BLAST 
(blast.ncbi.nlm.nih.gov) y el GenBank. Algunos estudios han reportado que las 
cepas de C. psittaci aviar presentan una estrecha relación con las cepas causantes 
del aborto enzoótico ovino, mediante el análisis de enzimas de restricción 
(Vanrompay, 1997; Kaltenboeck et al., 1991) y la secuenciación de los genes MOMP 
(Kaltenboeck et al., 1991), ompA (Herrmann et al., 2000; Fukushi y Hirai, 1989) y 
16S-23S rRNA (Van Loock et al., 2003; Bush y Everett, 2001). Por tal razón, las 182 
muestras fueron sometidas a otra PCR convencional dirigida al gen ompA (Figura 
6) mediante cebadores específicos diseñados para cada especie, evitando la 
secuenciación. Para confirmar lo anterior, dieciséis muestras de hisopado 
cloacal y materia fecal fueron enviadas a secuenciar. Esta confirmó un 100% de 
identidad genética con C. psittaci «Cepa 6BC» a través del BLAST 
(blast.ncbi.nlm.nih.gov) y el GenBank. 
Se detectó ADN de C. psittaci en 129 de 166 muestras de hisopado cloacal y 53 de 
177 de materia fecal, mediante la PCR dirigida al gen ompA. El consolidado de 
ambos tipos de muestra es presentado en el Anexo 2, a partir de este se encontró 
que en 144 de las 177 de las aves psitácidas (en al menos una muestra) 
resultaron positivas a C. psittaci, lo que corresponde al 81,3% de la población 
examinada. Las aves positivas pertenecían a 11 diferentes especies (Tabla 7), 137 
eran aves adultas y 6 juveniles, ningún neonato fue positivo. Treinta y ocho aves 
fueron positivas a ambos tipos de muestra (Figura 7). De las 10 aves sin resultado 
de PCR de hisopado cloacal únicamente un ave fue positiva en la muestra de 
materia fecal. 
*No se llevó a cabo un análisis estadístico de los grupos etarios, dado que las diferencias 
poblacionales no eran representativas. 
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Figura 6. Muestras de hisopado cloacal (LCL) y materia fecal (Lhe) positivas a C. psittaci. 
1Amplicón de ∼365 pb. — Cebadores ompA-F y ompA-R-Psi. — bp: marcador de peso (GeneRuler 50 
bp DNA Ladder). C+: control positivo. C-: control — 1-2: correspondientes a otras muestras del 
macroproyecto. 
 
 
A: hisopado cloacal. B: materia fecal. 
 
 
Tabla 7. Especies positivas a C. psittaci. 
Especies Número de 
Aves 
Aves Positivas  Proporción IC 95% 
Amazona ochrocephala 98 87  0,887 0,81 – 0,94 
Amazona amazonica 38 31  0,815 0,67 – 0,91  
Pionus menstruus 8 5  0,625 0,31 – 0,86 
Amazona autumnalis 4 3  0,75 0,30 – 0,95 
Amazona farinosa 1 1  1 0,21 - 1 
91 
A= 129 
 
15 
B= 53 
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Figura 7. Distribución de las muestras positivas según su origen.  
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Ara ararauna 13 5  0,384 0,18 – 0,64 
Ara macao 4 3  0,75 0,30 – 0,95 
Ara militaris 1 1  1 0,21 - 1 
Ara severus 8 6  0,75 0,41 – 0,93 
Pionites melanocephalus 1 1  1 0,21 - 1 
Pionus chalcopterus 1 1  1 0,21 - 1 
Total 177 144  0,813 (81,3%)1  0,75 – 0,86 
1Prevalencia global. 
 
 
Debido a las diferencias de positividad presentadas en la primera PCR 
convencional dirigida al gen MOMP con respecto a las repeticiones, y que el 
resultado de estas últimas fue el que se tomó en cuenta para calcular la 
prevalencia. Se realizó un análisis estadístico mediante el método Fisher's Exact 
Test (Probabilidad Exacta de Fisher) utilizando el mismo software comercial 
empleado en el análisis estadístico, con el fin de identificar si estas diferencias 
tuvieron un efecto significativo sobre la prevalencia final calculada (Tabla 8). En 
el consolidado de las 213 muestras positivas en la primera PCR, se encontró que 
155 de las 177 aves psitácidas analizadas fueron positivas a Chlamydia spp. La 
diferencia con las repeticiones fue de 11 individuos.  
 
 
Tabla 8. Diferencias de positividad presentadas en la PCR dirigida al gen MOMP. 
PCR Realizadas Positivo Negativo Total 
PCR N°1 155 22 177 
PCR (Repetición) 144 33 177 
Total 299 55 354 
                (p = 0,1418). 
 
No se encontraron diferencias estadísticas significativas entre el número de aves 
positivas en la PCR N°1 y las repeticiones, por lo tanto, la diferencia de 11 
individuos no afectó la prevalencia final calculada.  
 
 
4.2 Análisis Estadístico   
El análisis estadístico indicó la existencia de una relación significativa entre la 
identificación de C. psittaci y el tipo de muestra empleada (p <0,05), habiendo 
existido una probabilidad 8,15 veces mayor de detectar C. psittaci en ADN 
obtenido a través de hisopado cloacal versus muestra de materia fecal (OR= 8,157, 
IC 95%: 4,957–13,29) (Tabla 9 – Figura 8).  
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Tabla 9. Positividad de C. psittaci según el tipo de muestra. 
Tipo de Muestra Positivo Negativo Total 
Hisopado Cloacal 129 37 166 
Materia Fecal 53 124 177 
Total 182  161 343 
                    Odds ratio: 8,157 (IC 95%: 4,957 – 13,29). (p <0,05). 
 
 
Figura 8. Positividad de C. psittaci según el tipo de muestra. 
 
Para evaluar la relación entre la infección por C. psittaci y las especies incluidas 
(Tabla 10), razones de disparidad, fueron llevadas a cabo, los resultados en el 
análisis univariado mostraron que la especie Amazona amazonica presentó 7,08 (IC 
95%: 1,52-32,9) veces más asociación de presentar la infección bacteriana 
comparada con la especie Ara ararauna, esta misma tendencia se observó para la 
Amazona ochrocephala (OR= 11,46; IC 95%: 2,82-46,52); no obstante al ajustar por 
la edad solo esta última asociación continuo siendo significativa (OR= 6,87; IC 95%: 
1,49-31,50).  
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Tabla 10. Frecuencia relativa y análisis multivariado de la asociación de C. psittaci y las 
especies incluidas. 
 C. psittaci       
Especies Positivo Negativo Modelo Univariado Modelo Multivariado 
 n % n % OR IC 95% p ORa IC 95% p 
Ara ararauna 5 38,5 8 61,5 Referencia Referencia 
Ara severus 6 75 2 25 4,8 0,56-40,77 0,1121 2,91 0,34-24,50 0,325 
Ara macao 3 75 1 25 4,8 0,31-74,11 0,2142 2,91 0,20-41,82 0,431 
Ara militaris 1 100 0 - ND 
  ND   
A. amazonica 31 81,6 7 18,4 7,08 1,52-32,9 0,0035 3,99 0,80-19,75 0,09 
A. ochrocephala 86 87,8 12 12,2 11,46 2,82-46,52 0,0001 6,87 1,49-31,50 0,013 
A. autumnalis 4 100 0 - ND 
  ND   
A. farinosa 1 100 0 - ND 
  ND   
P. menstruus 5 62,5 3 37,5 2,66 0,39-18,07 0,2959 1,62 0,21-12,03 0,637 
P. melanocephalus 1 100 0 - ND 
  ND   
P. chalcopterus 1 100 0 - ND     ND     
*Valores en negrilla estadísticamente significativos (p< 0,05).  
El OR se ajustó por la edad. 
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5 DISCUSIÓN 
 
 
En este estudio, el 81,3% (144/177) de las aves psitácidas analizadas fueron 
positivas a C. psittaci. La prevalencia observada es cercana a la reportada en 
Suramérica por otros autores que realizaron un abordaje molecular, como por 
ejemplo: a) Vilela et al. (2019) quienes establecieron una prevalencia del 72% 
(152/212) en loros amazónicos en un centro de rehabilitación de vida silvestre en 
Brasil, b) Origlia, et al. (2019) que encontraron una prevalencia del 70,3% (19/27) 
en aves mascotas en Argentina, c) Rodríguez et al. (2017) a partir de muestras de 
psitácidos en dos zoológicos en Venezuela hallaron una prevalencia de 62% (32/50) 
y, d) Bello et al. (2016) encontraron una prevalencia del 50% (23/46) en 
guacamayas azules y amarillas en un centro de triage de animales silvestres en 
Brasil. Las prevalencias de C. psittaci reportadas en aves psitácidas en otros 
estudios —mediante métodos moleculares fueron muy variables, oscilando entre el 
3,4% —Costa Rica (Sheleby-Elías et al., 2013) y el 86,7% —Japón (Chahota et al., 
2006). La prevalencia observada en este estudio fue mucho mayor que la reportada 
en Costa Rica (3,4%; 4/117) (Sheleby-Elías et al., 2013), Polonia (10,3%; 16/156) 
(Piasecki et al., 2012), Brasil (6,3% - 35,5%) (Raso et al., 2006), (10,6; 33/311) 
(Santos et al., 2014) y 31,84% (64/201) (Araújo et al., 2019), Irán (18,5% 37/200) 
(Mina et al., 2019) y (14,3%; 16/168) (Madani y Peighambari, 2013), Argentina 
(19,7%; 15/76) (Frutos et al., 2015), China (19,9%; 27/136) (Feng et al., 2016) y 
Turquía (45%) (Çelebi y Ak, 2006), sin embargo fue menor que la hallada en Japón 
(86,7%; 59/68) (Chahota et al., 2006). Tomados en conjunto, es difícil comparar 
diferentes estudios, ya que la alta variabilidad de las tasas de infección, pueden 
deberse en gran medida, al tipo de muestra empleada y el modo en que fue 
tomada, número de animales muestreados y muestras por animal, método de 
extracción del ADN y la técnica y protocolo de amplificación utilizado.   
La alta positividad observada (81,3%) utilizando la detección basada en PCR, era 
la esperada teniendo en cuenta la seroprevalencia del 85% (118/138) reportada 
por Monsalve et al. (2011) en aves psitácidas del género Amazona spp., de 
diferentes zoológicos y CAV de Colombia. Dicho estudio empleó como técnica 
diagnóstica una ELISA indirecta no comercial dirigida al antígeno recombinante 
MOMP de C. psittaci. Los autores descartaron la reactividad cruzada con los 
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epítopes MOMP de C. trachomatis y C. pneumoniae, puesto que las aves no se 
infectan con especies de chlamydia humanas (Monsalve et al., 2011). No obstante, 
Sachse et al. (2012) detectaron C. trachomatis en palomas urbanas en la ciudad 
de Moers, Alemania, Krawiec et al. (2015) C. trachomatis en 3 fochas euriasiáticas 
(Fulica atra) —aves de vida libre del orden de los Gruiformes, en Polonia y, Frutos 
et al. (2015), C. pneumoniae en 24 aves cautivas, en Argentina, pertenecientes a 
8 órdenes, de los cuales, 8 ejemplares correspondían al orden de los 
Psittaciformes. Por otra parte, algunos autores han reportado la prevalencia de 
otras especies de chlamydia en aves, tales como, C. pecorum (Frutos et al. 2015; 
Sachse et al., 2012), C. abortus (Herrmann et al. 2006; Chahota et al., 2006; 
Pantchev et al. 2009; Szymańska-Czerwińska et al., 2017; Origlia, et al., 2019) C. 
avium (Sachse et al. 2014; Szymańska-Czerwińska et al., 2017) C. gallinacea 
(Frutos et al., 2015; Sachse et al., 2012) y C. ibidis (Vorimore et al., 2013). Siendo 
C. pecorum (Frutos et al., 2015) y C. abortus (Origlia, et al., 2019) reportadas en 
aves psitácidas en Argentina. Por lo tanto, con base en estos datos y, pese a que 
existe una coincidencia en los resultados obtenidos, hay que considerar que en el 
estudio de Monsalve et al. (2011), pudo existir una posible reactividad cruzada de 
los epítopes MOMP de C. psittaci con otras especies del género Chlamydia, 
principalmente con C. abortus —dada su alta identidad, así como con C. pecorum 
y C. pneumoniae, especies reportadas previamente en aves psitácidas. 
Para la detección de C. psittaci, fueron seleccionados los cebadores CPF/CPR 
descritos por Hewinson et al (1997), que se dirigen a regiones conservadas de 
todas las secuencias conocidas de los genes MOMP de C. psittaci (Pickett et al., 
1988; Zhang et al., 1989; Kaltenboeck et al., 1991) y son diferentes a regiones 
conservadas reportadas para las cepas de C. trachomatis (Stephens et al., 1988), 
C. pneumoniae (Melgosa et al., 1991) y C. pecorum, siendo en principio específicos 
para el ADN de C. psittaci (Hewinson et al., 1997). Sin embargo, con base en el 
alto grado de identidad entre C. psittaci y C. abortus (Fukushi y Hirai, 1989; 
Kaltenboeck et al., 1991; Vanrompay, 1997; Herrmann et al., 2000; Bush y Everett, 
2001; Van Loock et al., 2003) y los resultados obtenidos tras la secuenciación                 
—método de Sanger, estos cebadores identifican Chlamydia spp., de acuerdo con 
la antigua taxonomía de cuatro especies y no se logró diferenciar entre C. psittaci 
y C. abortus. Por tal razón, fueron diseñados cebadores específicos para cada 
especie —tomando como referencia las cepas C. psittaci 6BC y C. abortus GN6. 
dirigidos al gen ompA, en donde las secuencias si exhiben diferencias. Lo cual 
permitió estandarizar un protocolo de PCR para hacer diagnóstico rápido y a bajo 
costo puesto que no es requerida la secuenciación.  
C. psittaci fue detectada con mayor frecuencia en muestras de hisopado cloacal 
(77,7%) versus materia fecal (29,9%). La probabilidad de detección fue 8,15 veces 
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mayor para muestras de hisopado cloacal en comparación con las de materia fecal. 
Esto puede atribuirse a que la excreción fecal ocurre de manera intermitente 
durante largos periodos de tiempo, especialmente cuando las aves son sometidas 
a factores de estrés, lo que favorece la persistencia de la infección en un estado 
subclínico (Rodríguez-Leo et al., 2017; Vasconcelos et al. 2016; Santos et al., 2014; 
Harkinezhad et al., 2009; Sareyyupoglu et al., 2007; Longbottom y Coulter, 2003), 
asimismo, los períodos de excreción bacteriana durante la infección pueden variar 
según la virulencia de la cepa, la dosis infectiva y el estado inmunitario del 
hospedero (Andersen, 1996; Harkinezhad, 2008; Knittler y Sachse, 2015). Cabe 
resaltar que, a través del hisopado se puede arrastrar una mayor cantidad de 
células epiteliales de la mucosa cloacal —lo cual favorece la extracción de ADN, 
además, las grandes cantidades de compuestos metabólicos y polisacáridos que 
contienen las muestras fecales pueden inhibir la PCR (Sareyyupoglu et al., 2007; 
Okuda et al., 2010). Smith et al. (2011), sugirieron recolectar varias muestras por 
ave en diferentes días para aumentar la posibilidad de detección, con base en lo 
anterior, es posible que, si en este estudio se hubieran recolectado 2 o más 
muestras en diferentes días, se hubiera podido encontrar un mayor porcentaje de 
aves positivas —como ocurrió con las aves número 3 (duplicado tomado días 
después cuando el ave presentó signos respiratorios). 
Por otra parte, las diferencias de positividad pueden deberse al tiempo de 
exposición al agente, generalmente en etapas iniciales de infección, C. psittaci 
permanece principalmente en el tracto respiratorio —orofaringe (Andersen, 1996; 
Santos et al., 2014; Vasconcelos et al. 2016; Araújo et al., 2019). Andersen (1996) 
a través de la infección experimental de 133 cacatúas (Nymphicus hollandicus) 
sacrificadas en diferentes días, observó una mayor positividad en hisopados 
faríngeos (80,4%) (algunas aves fueron positivas en infecciones avanzadas), 
respecto a muestras fecales (45,1%) y cloacales (35,3%), y sugirió que la 
diversificación de los sitios de muestreo puede aumentar la posibilidad de detectar 
aves positivas. Lo anterior, sugiere que en este estudio existe la posibilidad que 
las aves positivas cursaran con infecciones crónicas y que las negativas cursaran 
con infecciones tempranas, por lo tanto, también es posible que el ave número 3 
cursara con una infección temprana cuando se realizó la primera toma de hisopado 
cloacal. Por otro lado, enfatiza la importancia de recolectar más de un tipo de 
muestra por ave para mejorar la precisión diagnóstica. En el presente trabajo, en 
15 aves se detectó a C. psittaci únicamente en muestras de materia fecal, esto 
puede sugerir que en la toma del hisopado cloacal, posiblemente, el personal no 
ejerció una presión suficiente que permitiera exfoliar grandes cantidades de 
células de la mucosa. Es posible que lo anterior haya sucedido con la primera toma 
de hisopado cloacal del ave número 130. La excreción fecal intermitente y la 
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exposición al agente podrían explicar porqué 91 aves fueron positivas 
exclusivamente a muestras de hisopado cloacal y 38 aves a ambas rutas.  
Las diferencias de positividad presentadas en la primera PCR convencional dirigida 
al gen MOMP con respecto a las repeticiones, pueden atribuirse a fallas en la 
técnica de pipeteo (mezcla) de la muestra, asimismo, es posible que el ADN 
extraído haya sido insuficiente.  
Se detectó una asociación estadísticamente significativa entre la presencia de C. 
psittaci y las especies A. amazonica y A. ochrocephala en comparación con la 
especie Ara ararauna, no obstante; en la literatura no se han reportado estudios 
que precisen que especies de aves psitácidas tienen mayor riesgo de presentar la 
infección.  
La circulación de C. psittaci en la población de aves psitácidas en cautiverio, 
representa un peligro tanto para las aves como para la salud pública. En 
Colombia pese a la legislación existente y el control que ejercen las autoridades 
ambientales, el tráfico de fauna sigue siendo un problema de gran magnitud 
(Monsalve at al., 2011). Las aves psitácidas corresponden al mayor porcentaje de 
animales que hacen parte del proceso del tráfico de fauna silvestre para uso como 
‘mascota’ en hogares de particulares (Cruz-Antía y Gómez, 2010). En materia de 
bienestar animal y para evitar la psitacosis en humanos es importante instaurar 
medidas de prevención y control —correcta limpieza y desinfección (jaulas, 
bebederos, comederos, instalaciones, instrumental médico, entre otros), 
aislamiento, cuarentena, herramientas diagnósticas y tratamiento para evitar la 
propagación de C. psittaci entre las aves y el ambiente, además de formular 
protocolos de recepción, atención, manejo, tanto médico como nutricional y 
biológico y de liberación, puesto que podrían representar una estrategia para la 
conservación y preservación de este grupo de aves sujetas al tráfico ilegal, 
donde múltiples especies se encuentran en peligro de extinción y otras han 
perdido su capacidad de reincorporación a su hábitat natural. Adicionalmente, 
la Secretaría Distrital de Ambiente podría crear una campaña para mitigar el 
tráfico de aves psitácidas y su comercialización como ‘mascotas’ con un enfoque 
diferente; desafortunadamente a la gran mayoría de personas no les sensibiliza 
que este sea un negocio que se lucra del dolor de la fauna silvestre, conocer que 
la tenencia de estas aves puede producir enfermedad en los humanos, 
posiblemente, desencadenaría otro tipo de reacción en la sociedad.  
 
 
 
 
 
49 
6 CONCLUSIONES 
 
 
• Este estudio reporta por primera vez la prevalencia de C. psittaci en aves 
psitácidas en cautiverio en Colombia (81,3%); aunque previamente fue 
reportada por Monsalve et al. (2011) una seroprevalencia del 85% utilizando 
una técnica de ELISA indirecta, la detección del agente utilizando técnicas 
moleculares no se había llevado a cabo hasta la fecha. Conocer la 
prevalencia de C. psittaci en aves psitácidas cautivas representa una 
estrategia para la conservación y preservación de este grupo de aves sujetas 
al tráfico ilegal, permitiendo que luego se puedan liberar o reubicar sin la 
presencia de esta bacteria.  
• Pese a que, los cebadores CPF y CPR descritos por Hewison et al. (1997) no 
pueden diferenciar entre C. psittaci y C. abortus debido al grado de 
identidad en el gen MOMP que comparten estas especies. El diseño de 
cebadores específicos para C. psittaci permitió estandarizar un protocolo 
de PCR de diagnóstico rápido y a bajo costo. La estandarización de la técnica 
para la identificación de C. psittaci a partir de hisopados de cloaca y 
materia fecal, permitirá a futuro prestar el servicio de diagnóstico a 
zoológicos y centros de recepción, cuando éste sea requerido. Así como para 
humanos, especialmente para aquellos que estén en contacto directo con 
las aves. 
• La detección de C. psittaci mediante hisopos cloacales está más indicada, 
con una probabilidad de detección 8,15 mayor respecto a los hisopos 
fecales. Independientemente de la muestra es preciso recolectar varias 
muestras por ave en diferentes días para aumentar la posibilidad de 
detección, aún más en muestra fecales, puesto que la excreción fecal de C. 
psittaci es de forma intermitente. 
• Es imprescindible llevar a cabo más estudios epidemiológicos con el fin de 
conocer la situación real C. psittaci en aves psitácidas cautivas en Colombia.  
 
 
 
 
 
 
 
 
50 
7 RECOMENDACIONES. 
 
 
• Es importante resaltar que en Colombia se deberían realizar más estudios 
epidemiológicos a cerca de la prevalencia de C. psittaci en aves 
psitácidas cautivas, en donde se puedan correlacionar otras variables, por 
ejemplo, la presencia o ausencia de signos clínicos y los grupos etarios                       
—para identificar si los individuos asintomáticos (generalmente animales 
adultos) pueden desempeñar un papel en la transmisión de C. psittaci en el 
medio ambiente y, por lo tanto, ser significativos en la epidemiología de la 
enfermedad. Por otro lado, se podrían realizar estudios de genotipado o 
tipificación multilocus de secuencias (Multi-locus Sequence Typing — MLST) 
para poder identificar la diversidad genética de las cepas de C. psittaci que 
circulan entre las aves psitácidas en Colombia. Así como, la realización de 
otros estudios orientados a otras especies de aves donde se han reportado 
tasas de infección, por ejemplo, palomas principalmente (Szymańska-
Czerwińska et al., 2017; Krawiec et al., 2015; Stenzel et al., 2014; Sachse 
et al., 2012; Magnino et al., 2009; Kaleta y Taday, 2003), aves de corral 
(Dickx y Vanrompay, 2011; Laroucau et al., 2009) y aves silvestres                           
—Anseriformes (patos), Paseriformes (pajaritos) y Piciformes (tucanes) 
(Szymańska-Czerwińska et al., 2017; Krawiec et al., 2015; Frutos et al., 
2015; Chahota, et al., 2010), de igual forma a otras especies del género 
Chlamydia, puesto que en la literatura, los estudios realizados con respecto 
a las infecciones por chlamydias en las aves, generalmente se han 
restringido a la búsqueda de C. psittaci, por lo tanto, se sabe poco sobre la 
presencia de otros agentes chlamydiales. Es imprescindible realizar 
estudios enfocados en la relación zoonótica —por ejemplo, para empezar, 
podría ser realizado a los trabajadores que hayan tenido contacto con las 
aves de este estudio.  
 
• Teniendo en cuenta los resultados obtenidos, parecería prudente instaurar 
un protocolo terapéutico a toda población actual de aves psitácidas del 
Centro de Recepción de Fauna Temporal y pruebas diagnóstico para los 
trabajadores, además de implementar medidas de control y prevención para 
animales y humanos.  
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• Para la salud pública, sería imprescindible comenzar una labor de 
educación sobre la enfermedad y el riesgo zoonótico primordialmente 
con la población más expuesta —médicos veterinarios, personal de 
zoológicos, aviarios y centros de recepción de fauna silvestre, así como 
al público en general y a la comunidad médica del país. Matsui et al., 
(2008) investigaron un brote de psitacosis (12 visitantes, tres empleados y 
dos estudiantes internos) en un aviario en Japón y determinaron que los 
factores de riesgo asociados fueron: 1) el aislamiento de aves enfermas y 
las medidas de cuarentena eran insuficientes y, 2) los empleados tenían 
contacto con aves enfermas y sanas sin ninguna protección y la limpieza con 
agua a alta presión puedo haber elevado la concentración de C. psittaci en 
el lugar. Lo anterior enfatiza que la falta de conocimiento sobre la 
enfermedad y las medidas adecuadas de limpieza resultan en una 
subestimación de su riesgo y negligencia con respecto al uso de medidas 
preventivas. Adicionalmente, se debería promover el monitoreo diagnóstico 
y la notificación de infecciones por C. psittaci en los trabajadores. Por otra 
parte, para las instituciones que albergan estos animales, además de la 
implementación de protocolos de higiene y manejo de las aves, sería clave 
el uso de elementos de protección personal (overol, botas, guantes 
quirúrgicos o de caucho y gorro desechable) —principalmente tapabocas, 
dado que C. psittaci se transmite por vía aerógena y el procedimiento 
adecuado de lavado y desinfección o eliminación de estos.  
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9 ANEXOS 
9.1 Anexo 1: Carta del comité de ética. 
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9.2 Anexo 2: Consolidado de aves y tipo de muestra positivas a C. psittaci. 
 
Número  
Muestra – Ave 
Tipo de Muestra  
Resultado Hisopado Cloacal (n: 166) Materia Fecal (n: 177) 
1 + - Positivo 
2 + - Positivo 
31 + - Positivo 
4 - - Negativo 
5 + - Positivo 
6 + - Positivo 
7 + - Positivo 
8 + - Positivo 
9 + - Positivo 
10 + - Positivo 
11 + - Positivo 
12 n/a - Negativo 
13 + - Positivo 
14 - - Negativo 
15 + - Positivo 
16 + - Positivo 
17 + - Positivo 
18 + - Positivo 
19 + - Positivo 
20 + - Positivo 
21 + - Positivo 
22 + - Positivo 
23 + + Positivo 
24 + - Positivo 
25 n/a - Negativo 
26 + - Positivo 
27 - - Negativo 
28 + - Positivo 
29 + - Positivo 
30 + + Positivo 
31 + - Positivo 
32 + + Positivo 
33 + + Positivo 
34 + - Positivo 
35 + - Positivo 
36 + - Positivo 
37 + - Positivo 
38 + - Positivo 
39 + + Positivo 
40 + + Positivo 
41 + - Positivo 
42 + - Positivo 
43 + - Positivo 
44 + - Positivo 
45 - + Positivo 
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46 + - Positivo 
47 + - Positivo 
48 + + Positivo 
49 + - Positivo 
50 + - Positivo 
51 + - Positivo 
52 + - Positivo 
53 + - Positivo 
54 + - Positivo 
55 n/a - Negativo 
56 + - Positivo 
57 + - Positivo 
58 + - Positivo 
59 + + Positivo 
60 n/a + Positivo 
61 - - Negativo 
62 + - Positivo 
63 + - Positivo 
64 + - Positivo 
65 + - Positivo 
66 + - Positivo 
67 + - Positivo 
68 + - Positivo 
69 + - Positivo 
70 + - Positivo 
71 + - Positivo 
72 n/a - Negativo 
73 n/a - Negativo 
74 n/a - Negativo 
75 n/a - Negativo 
76 - - Negativo 
77 - - Negativo 
78 - - Negativo 
79 + - Positivo 
80 + - Positivo 
81 + - Positivo 
82 n/a - Negativo 
83 n/a - Negativo 
84 n/a - Negativo 
85 + - Positivo 
86 + - Positivo 
87 + - Positivo 
88 - - Negativo 
89 + - Positivo 
90 + - Positivo 
91 + - Positivo 
92 - - Negativo 
93 - - Negativo 
94 + - Positivo 
95 + - Positivo 
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96 + - Positivo 
97 + - Positivo 
98 + - Positivo 
99 + - Positivo 
100 + - Positivo 
101 + - Positivo 
102 + - Positivo 
103 + + Positivo 
104 + + Positivo 
105 - - Negativo 
106 + + Positivo 
107 + - Positivo 
108 + - Positivo 
109 + + Positivo 
110 + + Positivo 
111 + + Positivo 
112 - + Positivo 
113 + + Positivo 
114 + + Positivo 
115 + + Positivo 
116 - + Positivo 
117 - + Positivo 
118 - + Positivo 
119 - - Negativo 
120 + + Positivo 
121 + + Positivo 
122 + + Positivo 
123 - + Positivo 
124 - + Positivo 
125 - + Positivo 
126 - - Negativo 
127 - - Negativo 
128 - - Negativo 
129 - - Negativo 
1301 + - Positivo 
131 - - Negativo 
132 - - Negativo 
133 + - Positivo 
134 + - Positivo 
135 - - Negativo 
136 + - Positivo 
137 - - Negativo 
138 - - Negativo 
139 - - Negativo 
140 - - Negativo 
141 + - Positivo 
142 + - Positivo 
143 + - Positivo 
144 + - Positivo 
145 + - Positivo 
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146 + - Positivo 
147 - + Positivo 
148 + - Positivo 
149 + - Positivo 
150 + - Positivo 
151 - + Positivo 
152 + + Positivo 
153 + + Positivo 
154 + - Positivo 
155 + - Positivo 
156 + + Positivo 
157 + + Positivo 
158 + + Positivo 
159 + + Positivo 
160 + + Positivo 
161 + + Positivo 
162 + + Positivo 
163 + + Positivo 
164 + + Positivo 
165 + + Positivo 
166 + + Positivo 
167 + + Positivo 
168 + + Positivo 
169 + + Positivo 
170 - + Positivo 
171 + + Positivo 
172 - + Positivo 
173 - + Positivo 
174 - + Positivo 
175 + + Positivo 
176 + - Positivo 
177 + - Positivo 
Total (%) 129/166 (77,7%) 53/177 (29,9%) 144/177 (81,3%) 
N/a: no aplica:  aves sin muestra o muestra insuficiente. 
 
